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Soy de los que piensan que la ciencia tiene una gran 
belleza. Un científico en su laboratorio no es sólo un 
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Debido a la preocupación por los daños que ocasiona las radiaciones a lo largo de 
los años se han desarrollado un gran número de dosímetros para cuantificar dichas 
radiaciones. Se han diseñado físicos y biológicos pero ninguno llega a resultar completo en 
sus resultados.  
Los agentes físicos UVC  y CMP se han analizado y descrito sus efectos en muchos 
artículos. Pero hasta la fecha, en el caso del CMP, no se ha encontrado consenso en los 
resultados; puesto que existen ensayos en los que a una misma dosis de CM en unos casos 
ha dado efectos y en otros no. Pero de lo que sí existe un consenso es que el CMP y UVC 
provocan daño sobre la molécula de ADN, aunque no se ha encontrado una relación lineal 
entre los daños y la dosis. Además, se han estudiados en esta tesis otros dos agentes, MMS 
y Bleomicina; ambos se han demostrado capaces de provocar rotura de la molécula de 
ADN.  
En el trabajo que aquí se presenta se pretende analizar daños a nivel de la molécula 
de ADN de diferentes agentes. Para evitar los mecanismos de reparación celular se 
analizaron el efecto de los agentes sobre la molécula de ADN directamente. Se han 
escogido diferentes modelos de ADN (genómico de S. Cerevisae, marcador HL-I y fago T7), 
para poder encontrar el modelo que presenta una mejor sensibilidad. Y se han analizado 
agentes físicos (UVC y CMP) y químicos (MMS y Bleomicina); por separado y en 
combinación. Para la visualización de los resultados se ha empleado electroforesis en gel de 
agarosa; así como una cuantificación del gel a través del programa de análisis de geles 
GelAnalyzer.   
Los resultados de este trabajo muestra que existe un efecto del CMP (25 Hz, 1,5 
mT), pero sólo se detecta sobre ADN genómico, no sobre marcador HL-I y los tiempos de 
exposición necesarios son largos. Cuando se combina CMP con MMS o Bleomicina, se 
produce un aumento del daño y son necesarios un tiempo menor y dosis más bajas del 
agente químico para provocar daño sobre la molécula de ADN. 
El MMS provoca daño sobre la molécula de ADN marcador HL-I, genómico y fago 
T7, pero se observó un menor daño sobre el marcador HL-I en las dosis y tiempos 
analizados. Estadísticamente se analizó su efecto sobre ADN genómico y fago T7 siendo 
significativo la región de ADN dañado a 48 horas y ADN total a 24 horas en el caso de ADN 
genómico; y en las regiones dañado, enrollado y lineal del fago T7 tras 48 horas de 
exposición. Por lo que el resultado de los ensayos debe ser combinación de observación de 
gel, gráfica y estadística. Teniendo en cuenta estas tres cosas se observó  que existe efecto 
de MMS sobre la molécula de ADN. Bleomicina también mostró efecto sobre ADN 
genómico cuando las dosis aplicadas fueron elevadas y el tiempo de exposición fue igual o 
superior a 24 horas.  
El efecto combinado de los agentes UVC y MMS se analizó sobre dos modelos de 
ADN: genómico y fago T7. Como resultado las imágenes del gel indican que la dosis con más 
efecto es 51,75 J/m2 en el caso de ADN genómico y ADN fago T7 para los tiempos 24 y 48 
horas. Además, la dosis más alta 103,5 J/m2 parece mostrar menos degradación. Pero el 
análisis estadístico la dosis de UVC que muestra una mejor relación fue 75,9 J/m2 en el caso 
de ADN genómico y la dosis 103,5 J/m2 en fago T7. Teniendo en cuenta que la medición del 
gel es poco sensible y hay que combinar con lo observado en el gel;  se puede concluir que 
las dosis más altas de 75 J/m2 UVC provocan menor daño que las dosis más bajas. 
Se concluye que la exposición durante un largo período de tiempo a campo 
magnético pulsado induce un incremento en la degradación espontánea del ADN genómico. 
Su combinación con MMS y bleomicina potencia el efecto de estos agentes genotóxicos. La 
radiación UVC en combinación con MMS induce un incremento del efecto de degradación 
del ADN provocado por el MMS.  













































El efecto de agentes físicos como CMP y UVC han sido muy estudiados a lo largo de 
la historia. Pero su cuantificación ha sido hasta la fecha muy difícil, no encontrándose un 
sistema adecuado de medición. En esta tesis se pretende estudiar los daños de estos 
agentes en combinación con químicos como MMS y Bleomicina sobre el ADN directamente, 
evitando de esta forma los mecanismos de reparación. 
1.1. Dosimetría física y biológica 
La radiactividad fue descubierta de casualidad por primera vez por Henri Becquerel 
(1896), más tarde Pierre y Marie Curie le dieron el nombre de “radiactividad” (1898).  
Posteriormente, Giles et al (1953) publicó el primer estudio de los efectos de los rayos X 
sobre cromosomas vegetales, describió el efecto de los rayos X sobre microesporas de 
Tradescantia (Tarsax). Tras él se han realizado muchos trabajos analizando los efectos de las 
radiaciones sobre cromosomas animales, vegetales y microorganismos. De estos estudios 
cabe destacar el realizado por Norman et al (1962), en él se detectó y midió el daño 
provocado por radiación sobre cromosomas humanos. Con todos estos estudios se pudo 
determinar que la radiación provoca daño sobre los cromosomas. 
Los seres vivos están expuestos a radiaciones (ionizantes y no ionizantes) que 
provienen de diversas fuentes (naturales y artificiales),  siendo estas muy distintas entre sí. 
Por ejemplo exposición por diagnóstico y tratamiento en pacientes, personal médico 
expuesto, astronautas en misiones espaciales (Testard y Sabatier, 1999), investigaciones en 
el polo norte (Rettberg, 2005). Todas estas radiaciones hacen que la exposición en el día a 
día de ciertas profesiones pueda llegar a ser muy elevada. Esta razón hace que la búsqueda 
de mecanismos para medir la radiación recibida continua siendo tema de investigación.   
Los científicos a lo largo de la historia han desarrollado diversos métodos y equipos 
para la medición de la radiación recibida tras una exposición. Estos métodos se pueden 
clasificar en dos grandes bloques atendiendo a su estructura: Métodos Físicos y Métodos 
Biológicos.  
Los Métodos Físicos tienen una gran capacidad para medir la radiación recibida, 
como se desarrollarán a continuación, pero su principal problema radica en su incapacidad 
para determinar el impacto biológico real que tienen sobre los organismos. Por tanto, se 
consideran a los métodos físicos como meramente informativos de la cantidad de radiación 
recibida, cuantitativos, pero no cualitativos. Esta es una de las razones del nacimiento de 
los métodos biológicos, la necesidad de conocer y medir de alguna forma más específica el 
efecto de la radiación sobre los seres vivos.  
Se define dosimetría biológica como la técnica gracias a la cual se hace una 
valoración del  grado de daño real que ha recibido un ser vivo tras una exposición a una 
radiación, para ello se emplean una serie de métodos de dosimetría biológica, como se 
explicara a continuación. Actualmente existe una amplia variedad de métodos de 
dosimetría biológica, los cuales usan distintos parámetros biológicos como medición. Se 
utilizan unos u otros dependiendo del tipo de radiación recibida, pero ninguno de ellos se 
considera 100 % fiable en la medición y además presentan varios problemas como la 
dificultad de análisis y realización o costes.  
El objetivo final, ya sea un método físico o biológico, es que a través de conocer la 
dosis recibida se pueda calcular los posibles efectos que tiene sobre la salud del ser vivo 
expuesto. Y de esta forma evaluar los riesgos y realizar una correcta protección contra la 
exposición a radiación.  
 
 




1.1.1. Tipos de dosímetros físicos 
Los detectores de radiación física se pueden clasificar según el medio que empleé: 
Gases (dosímetros gaseosos de ionización), materiales (dosímetros de película fotográfica), 
excitación de luminiscencia de sólidos (detectores de termoluminiscencia TLD o centelleo). 
1.1.1.1. Dosímetros gaseosos  
Su funcionamiento es a través de la detección de cargas eléctricas. Los gases en 
estado normal no conducen electricidad, pero al ser radiados se convierten en buenos 
conductores, dando como resultado una corriente o impulso en el detector (Fig. 1).  Dentro 
de este modelo existen tres tipos, dependiendo de la región de la gráfica en la que detecten 
la radiación. En este grupo de dosímetros se incluyen las cámaras de ionización, los 




Fig. 1: Gráfica del comportamiento de las cargas eléctricas en un gas: 1) Región de recombinación.  
Los electrones se recombinan y puede perderse información, por eso no se suele usar. 2) Región 
donde el número de iones no cambia si se aumenta el voltaje. Los iones recogidos son los primarios 
(sin recombinación secundaria). Sirve para medir la energía de radiación además de su detección, 
Cámara de ionización. 3) Región proporcional, donde la carga recogida aumenta con el voltaje. En 
ella se produce una ionización secundaria de los iones, Contadores proporcionales. 4) Región 
proporcional limitada. Es muy inestable lo que la hace poco útil. 5) Región Geiger-Müller. Tiene una 
gran ionización secundaria y multiplicación de los iones, con una gran cantidad de iones secundarios 
donde se pierden los primarios. Detecta pero no pueden medir la cantidad de energía, Cámara 
Geiger-Müller. 6) Región de descarga continua. No es útil. 
 
 
a) Cámaras de ionización: Están comprendidos en la zona de tensión 
entre 100 y 300 V. Las más conocidas son “Cutie pie”, que se emplean 
en la medición de áreas de trabajo y cámaras de bolsillo, para medición 





Fig. 2: Cámaras de ionización. A) Modelo Cutie pie; B) Dosímetro personal. 
 
b) Contadores proporcionales: Se emplean sobre todo en laboratorios 
para la medición de pequeñas cantidades de radiactividad. Su principal 
característica es la capacidad de diferenciar entre radiaciones alfa y 
beta.  
c)  Contadores Geiger-Müller: Se emplean en la medición de 
contaminación en laboratorio, pero no son muy útiles como dosímetro 
porque son difíciles de calibrar cuando las condiciones son cambiantes, 
pero son muy sensibles. (Fig. 3).  
 
Fig. 3: Contador Geiger-Müller. 
 
1.1.1.2. Dosímetros de termoluminiscencia (TLD)  
Este tipo de dosímetros nace por el estudio del fenómeno de luminiscencia que 
presentan muchos materiales, emitiendo energía termolumínica al ser radiados (Boyle, 
1663; Becherel, 1883). La luz emitida se relaciona directamente con la dosis de radiación 
recibida dando una curva que varía en función del tipo de material empleado. Los 
materiales más usados son los de Fluoruro de Litio con Titanio y Magnesio y  los de Sulfato 
de Calcio activado con disprosio (Fig. 4). Estos materiales deben cumplir los siguientes 
requisitos: alta intensidad de luz termoluminiscente, respuesta lineal dosis-respuesta, 
reusable, mantener el cambio durante un tiempo suficiente para la medida. Dentro de este 
grupo de dosímetros se encuentran los dosímetros de solapa y los dosímetros de muñeca. 
Son el tipo de dosímetro que  más se usa en el ámbito de la medicina. (Fig. 5)  









Fig. 5: Ejemplo de dosímetro tipo TLD. 
 
 
1.1.1.3. Dosímetros de película fotográfica 
Se trata de la medición del ennegrecimiento de una película fotográfica especial 
compuesta por bromuro de plata. Su funcionamiento consiste en  que al pasar la radiación 
a través de él la plata y el bromo se emulsionan. Se mide a través de un microdensiómetro, 
presentando una relación lineal dosis-respuesta, pudiendo ser archivado para posteriores 







Fig. 6: Dosímetro de película fotográfica: 1) Película, 2) Porta dosímetro, 3) Filtros. 
 
1.1.1.4. Detectores de semiconductor o centelleo  
Consisten en un cristal de silicio o germanio puro con electrodos conductores en 
ambas caras. Su funcionamiento está basado en que el cristal se convierte en una cámara 
de ionización transportando electrones de un extremo a otro generando electrones-
huecos. Se llama de centelleo por el rápido retorno de los electrones a su posición 
natural. Son sensibles a rayos X y gamma, pero su principal problema es su difícil 
calibración. (Fig. 7). 
 
Fig. 7: Esquema de un semiconductor de cetelleo: 1) Cristal, 2) Contacto óptico, 3) Tubo 
fotomultiplicador, 4) Fotocátodo, 5) Dinodos, 6) Señal de salida. 
 
1.1.2. Tipos de dosímetros biológicos 
1.1.2.1. Linfocitos  
El primer grupo de células que se empleó fue el análisis de las alteraciones 
cromosómicas que presentaban los linfocitos tras ser radiados. Se comenzó a empelar en 
1962, sobre las víctimas del accidente ocurrido en Hanford (Kanda, 2004). En este grupo de 
dosímetros se analizan los linfocitos que se encuentran en fase G0 del ciclo celular. En el ser 
humano existen 500x106 linfocitos/ml y de ellos se encuentran en circulación sólo el 2%. 
(Leonard, 2005). Al ser la mayoría de los daños producidos inestables es recomendable la 
realización de las mediciones en la primera mitosis. Se puede llegar a establecer relaciones 
cuadráticas o Poisson entre dosis y daños medidos (Kanda, 2004 y Puig et al, 2011).  Entre 
las pruebas estudiadas sobre linfocitos destacan para su uso como dosímetro las siguientes: 
a) Cromosomas dicéntricos: El uso de este tipo de cromosomas como 
dosímetros lleva empleándose desde 1960 (Leonard et al, 2004). Se 
analizan las aberraciones cromosómicas inestables que ocurren en  fase 
G0 de los linfocitos. El resultado de la radiación es la generación de 
uniones entre dos cromosomas que poseen aún ambos sus 




centrómeros, dando como resultado los cromosomas dicéntricos (Fig. 
8). La tasa de desaparición de este tipo de unión en la célula es del 50% 
en cada mitosis. Para su visualización se usa Bromodeoxiuridina y 
tinción EPG (Perry y Wolf, 1974). Estos tipos de cromosomas han sido 
muy utilizados y estandarizados como dosímetro biológico, llegando a 
desarrollarse distribuciones de Poisson para su cuantificación y 
creándose relaciones dosis-respuesta. Este concepto matemático 
presenta unas variables aleatorias en función del tiempo y que tiene en 
cuenta la interacción de la partícula radiactiva con el núcleo celular, la 
producción de daño en el ADN y si éste se repara bien o no. Con estas 
variables se realiza dicha distribución y de esta forma se puede 
cuantificar la radiación recibida (Puig y Barquinero, 2011). A pesar de 
que tiene un elevado coste y una vida útil corta  se trata de una técnica 




Fig. 8: Imagen de cromosomas dicéntricos en metafase, tras ser 
expuesto a radiación. (Di Giorgio et al, 2004). 
 
 
b) Células binucleadas o micronúcleos: También se incluye dentro del 
grupo de aberraciones cromosómicas inestables (Leonard et al, 2005). 
Los micronúcleos se han formado por fragmentos acéntricos de 
cromosomas que han sido incapaces de unirse al núcleo de las células 
hijas tras la división mitótica, quedando sueltos en el citoplasma. El 
resultado son células que presentan dos núcleos (Fig. 9). En esta técnica 
la fase del ciclo celular de los linfocitos a analizar es anafase. Se trata de 
una técnica más barata, rápida y fácil que la anterior (cromosomas 
dicéntricos), pero su estabilidad a lo largo del tiempo sigue siendo igual 
de baja, perdiéndose en las sucesivas mitosis. En la bibliografía 
estudiada se han encontrado varias correlaciones entre dosis y cantidad 






Fig. 9: Célula binucleada y con micrunúcleos (Zalacain et al, 2005) 
 
c) Bandas cromosómicas: Se trata de una técnica muy empleada para el 
cariotipado, no sólo se usa como dosímetro. La técnica consiste en el 
marcado de ciertas regiones cromosómicas con colorantes específicos, 
por ejemplo Giemsa; se trata de un colorante empleado en bandeo G. 
(Fig. 10). El tipo de daños que detecta esta técnica son alteraciones 
cromosómicas estables en el tiempo. Se suele completar este análisis 
con hibridación in situ con fluorescencia (FISH) y de esta forma obtener 
una mayor precisión en el análisis de anomalías. En el estudio realizado 
por Garcia-Sagredo et al (1996) se determinó que la detección de 
aberraciones cromosómicas a través de tinción por bandeo es 
dependiente y homogénea en relación con las dosis de radiación 
aplicadas. Pero debido al gran número de células que hay que analizar 
hace muy difícil su uso como dosímetro.  
 
Fig. 10: Bandeo G. Cromátida teñida con colorante Giemsa. 
 
d) FISH (hibridación in situ con fluorescencia): Se trata de otro tipo de 
bandeo cromosómico en el que se hace el marcaje con fluorescencia. Es 
un tipo de bandeo cromosómico con una mayor especificidad (Fig. 11). 
Con este tipo de marcaje se pueden detectar anomalías cromosómicas 
después de haber transcurrido un largo tiempo tras la exposición. Los 
problemas que plantea esta técnica para emplearse como dosímetro 
son que todavía no se encuentra calibrada una curva dosis-respuesta, 
se trata de una técnica muy cara y necesita un gran número de 
muestras. (Garcia-Sagredo et al, 1996). 






Fig. 11: Tinción FISH. Cromosoma X hibridado con sonda fluorescente. 
 
e) FISH-Bandeo G: Es una técnica de combinación entre las dos anteriores. 
Primero se realiza una tinción con Giemsa y después sobre esas mismas 
células se aplica una segunda técnica de tinción, FISH. Esta técnica 
combinada puede detectar cerca del 12% de las aberraciones sufridas 
por los linfocitos tras una dosis de radiación. (Kanda, 2000). Se trata por 
tanto de una técnica más fiable, pero más laboriosa que las anteriores y 
por tanto más cara.  
f) DAB: Es una técnica en la que se realiza un marcaje de los linfocitos a 
través de una sonda de ADN que contiene biotina. Después se 
procederá a la visualización con una reacción enzimática compuesta de 
peroxidasa/daminobenciadina. Esta técnica puede llegar a detectar 
11,5 % de las aberraciones cromosómicas inestables producidas (Kanda, 
2004). Presenta como gran ventaja la durabilidad, automatización y 
sobre todo la facilidad de realización. Pero como inconveniente su alto 
coste.  
1.1.2.2. Eritrocitos 
En este grupo de células se analiza la mutación que se produce en el gen GPA  que 
codifica para la proteína Glicoforína A. Se trata de una mutación estable en el tiempo 
después de las dosis radiación y se puede encontrar una relación lineal dosis-respuesta 
(Leonard, 2005), pero dicha relación sólo se detecta a dosis altas (Rana, 2010). Otros 
problemas que presenta esta técnica son la baja sensibilidad y la existencia de una gran 
variabilidad de genotipos; por lo que este análisis solo se usa en los humanos 
heterocigóticos, lo que supone el 50 % de la población. En la detección se usan 
anticuerpos monoclonales y citometría de flujo.   
1.1.2.3. Linfocitos T  
Igual que en el caso anterior, en este modelo de célula se busca una mutación en 
una proteína, en concreto se analiza la mutación de HPRT (Hipocantineguanina fosforibosil 
transferasa) (Leonard, 2005). Otro tipo de mutaciones en linfocitos T que se analizan como 
dosímetros son los genes CDKN1A, PSRC1 y TNFSF4. Se ha detectado en ellos una relación 
con la exposición del 86% (Pogosova-Agadjanyan, et al, 2011). 
1.1.2.4.  Daño sobre la molécula de ADN 
Este tipo de dosimetría biológica utiliza para la visualización de daños en el ADN 
una gran variedad de técnicas: electroforesis, PCR (reacción de la polimerasa en cadena) y 
fluorescencia entre otras. Estos modelos actualmente son el tipo de dosímetro que se están 





1.1.2.5. Técnica COMET 
 Es un modelo de electroforesis especial, el cual supera en 100 veces en sensibilidad 
a la electroforesis normal.  Fue desarrollado en 1978 como un método para estimar el daño 
en las células individuales (Rydberg et al, 1978). Se emplea para la cuantificación del daño 
en el ADN debido a agentes físicos, químicos o biológicos, como por ejemplo el análisis del 
efecto de radiaciones Ultra Violetas (UV) (Gedick, 1992). En él se aprecian los núcleos 
dañados por la presencia de una cola, la cual aumenta de tamaño a mayores dosis de 
exposición (Seidel, 2012). (Fig. 12). 
 
 
Fig. 12: Ejemplo de  ensayo comet. Arriba se aprecia el 
resultado de ADN normal, abajo ADN expuesto y dañado. 
 
1.1.2.6. Cromosomas Prematuramente condensados (PCC) 
Es un tipo de técnica que se utiliza para la detección de fragmentos cromosómicos. 
Su desarrollo consiste en el análisis de células que se encuentran en fase G0. Estas células 
se fusionan con células en fase mitótica lo que provoca que los cromosomas se condensen 
prematuramente en fase G0. El resultado final son células con cromosomas condensados, 
en los cuales se pueden detectar fragmentos acéntricos y cuyo número está relacionado 
con la dosis de radiación recibida (Waldren, 1973). 
1.1.2.7. DLF-BIOFILM   
Se trata de un dosímetro específico para las radiaciones ultravioleta (UV). Esta 
técnica consiste en el uso de películas que contienen esporas de B. subtillis. Se emplean 
esporas silvestres si el tiempo de exposición es largo, o mutantes en los genes uvr y spl si el 
tiempo de exposición es corto; puesto que estas mutaciones las hacen más sensibles a la 
radiación UV. Este tipo de biofilm ha sido utilizado en misiones en el polo norte 
demostrándose su eficacia (Rettber y Cackell, 2004).  
 
1.2. Campos Electromagnéticos (CEM) 
1.2.1. Conceptos generales 
Antes de comenzar con el campo electromagnético es conveniente definir  los 
conceptos campo eléctrico y campo magnético, los cuales son descritos por la organización 
mundial de la salud como: 
1.2.1.1. Campo eléctrico 
Se trata del campo generado por las cargas eléctricas, las cuales crean una tensión 
eléctrica o voltaje. Éstas presentan una relación directa entre voltaje y campo eléctrico 




generado, siendo mayor el campo al aumentar el voltaje. El campo eléctrico se mide en 
V/m. Este tipo de campo es un vector, por lo que presenta dirección y magnitud. Una 
importante característica es la disminución del valor del campo eléctrico al alejarse de la 
fuente emisora. Además, hay que asumir que un objeto puede tener campo eléctrico 
incluso si el objeto no se encuentra conectado a una red. 
1.2.1.2. Campo magnético 
Se define como el campo producido por el movimiento de las cargas eléctricas. Su 
unidad de medida es A/m. En el sistema internacional se suelen emplear otras unidades 
como son µTeslas (µT) o Gauss (G). Se trata al igual que el campo eléctrico, de un vector 
que presenta magnitud y dirección. Otra importante característica es la disminución de su 
intensidad al aumentar la distancia de la fuente emisora. Además, es necesario que exista 
una corriente eléctrica para que exista un campo magnético; al contrario que el campo 
eléctrico.  
El campo magnético puede ser específico en dos formas: densidad de flujo 
magnético B (T) o intensidad de campo H, (A/m) (ICNIRP, 2010).  Ambas están relacionadas 
por la expresión de la fórmula: 
 
    B= µH 
Donde µ= constante de proporcionalidad (permeabilidad magnética) en el vacio, aire y 
biológico.  
 
Otras unidades derivadas del campo magnético son E (intensidad de campo 
eléctrico), S densidad de potencia, Il (corriente que fluye por las extremidades) e Ic 
(corriente de contacto, cantidad que está dirigida a la percepción y otros efectos 
indirectos). Además en campos pulsantes se emplea SA (absorción de energía específica).  
Estas sirven para la medición de valores y calcular los límites de exposición (ICNIRP, 2010). 
1.2.1.3. Campo electromagnético 
Se define campo electromagnético como la combinación entre ondas eléctricas y 
magnéticas, las cuales se desplazan a la vez. La velocidad de propagación del campo 
depende de la constante dieléctrica y de la permeabilidad del medio,  propagándose a la 
velocidad de la luz en el vacío o el aire. También presenta características relacionadas con 
el movimiento oscilatorio, como son la difracción y la interferencia.  Su origen puede ser 
tanto natural como artificial.  
Toda carga eléctrica genera un campo eléctrico por la diferencia en el voltaje; y si 
además la carga presenta un movimiento, también se produce la generación de un campo 
magnético. Toda radiación electromagnética, por tanto, está formada por la oscilación o 






Fig. 13: Esquema de campo electromagnético. Líneas con flechas corresponden al campo eléctrico. 
Líneas al campo magnético. 
 
 
Fig. 14: Esquema de radiación electromagnética. En el eje Y se representa la intensidad del campo 
eléctrico y en el eje Z la intensidad del campo magnético.  Longitud de onda (ʎ) frente a frecuencia. 
 
 
El campo electromagnético está caracterizado por unos valores de frecuencia y 
longitud de onda. Éstos son inversamente proporcionales, si la velocidad de propagación es 
constante (Fig. 15). Siendo la frecuencia el número de oscilaciones de onda por segundo 
(hercios) y la longitud de onda, la distancia entre una onda y la siguiente ( ). Atendiendo a 
las frecuencias se pueden clasificar los distintos tipos de ondas según el espectro 
electromagnético (Fig. 16) 
 
 
Fig. 15: Relación entre velocidad de propagación (v), 
frecuencia (f) y longitud de onda ( ). Para las ondas 
electromagnéticas la velocidad en el vacío es constante 
(299.792.458 m/s). 






Fig. 16: Espectro electromagnético 
 
 
1.2.2. Clasificación de los campos electromagnéticos 
Existen tres distintas clasificaciones de los campos electromagnéticos, según diferentes 
criterios:  
1.2.2.1. Según el tipo de corriente eléctrica  
a) Campo magnético estático: La corriente generadora es de tipo 
continua. Este campo no varía en el tiempo. Dentro de este grupo se 
incluyen: el campo generado por una pila y el de la superficie terrestre. 
b)  Campo magnético variable: La corriente que lo genera es de tipo 
alterna. Este tipo de corriente genera dos campos perpendiculares 
entre sí (magnético y eléctrico). Se trata de un campo que varía en el 
tiempo y es dependiente de la magnitud de la carga y de la geometría 
del cuerpo emisor. Pertenecen a este grupo los campos generados por 






1.2.2.2. Según la energía depositada 
Esta clasificación se basa en la producción de ionización en las moléculas, lo cual 
depende de la energía de los fotones. En general, al aumentar la frecuencia aumenta su 
poder de absorción por parte de los tejidos; pero en cambio, la penetración disminuye 
(Úbeda y Trillo, 1999). Según la capacidad de ionización se distinguen dos grupos: 
a) Radiaciones Ionizantes: Son radiaciones que contienen suficiente 
energía en sus fotones para provocar la rotura de los enlaces en las 
moléculas. Se incluyen en este grupo a las radiaciones de alta 
frecuencia. Su mecanismo de acción consiste en desplazar los 
electrones de los átomos y moléculas, y de esta forma provocar la 
formación de iones. El resultado de dicha ionización son efectos a nivel 
biológico. El daño dependerá de la dosis absorbida, velocidad y 
sensibilidad del tejido irradiado. En este grupo se incluyen a los Rayos 
X, Rayos Gamma y Rayos Cósmicos. 
b)  Radiaciones no Ionizantes: Son radiaciones que no tienen suficiente 
energía en sus fotones para provocar la rotura de los enlaces en las 
moléculas y átomos. El efecto que tienen estas radiaciones sobre los 
seres vivos es a través de la creación de corrientes eléctricas en los 
tejidos y por tanto calentamiento. También pueden provocar la 
excitación de electrones y producir de esta forma un efecto 
fotoquímico.  En este grupo se incluyen: la luz ultravioleta, luz visible, 
infrarroja, microondas, radiofrecuencia y ondas de extremada baja 
frecuencia. 
1.2.2.3. Según frecuencia 
Esta clasificación fue realizada por la Organización Mundial de la Salud en 1996. El 
campo electromagnético se divide en: 
 -Campos estáticos (0 Hz) (menos de 100.000 Km de longitud de onda): 
trenes, resonancias magnéticas. 
 -Frecuencias extremadamente bajas (ELF) (3-30 Hz) (100.000 a 10.000 Km 
de longitud de onda): pertenecen a este grupo las generadas por las líneas 
de alta y media tensión, electrodomésticos. 
-Frecuencia súper baja (SLF) (30 a 300 Hz) (10.000 a 1000 Km de longitud 
de onda): comunicación en submarinos. 
-Frecuencia ultra baja (ULF) (300 Hz - 3 KHz) (1000 a 100 Km de longitud de 
onda): antenas de radiodifusión, cocinas de inducción, equipos de 
soldadura. 
-Frecuencias muy bajas (VLF) (3 KHz -30 KHz)(100 Km a 10 km de longitud 
de onda): a este grupo pertenecen los monitores de ordenador, antenas de 
radiodifusión, sistemas antirrobo. 
-Frecuencias bajas (LF) (30 KHz -300 KHz) (10 km a 1 km de longitud de 
onda): pantallas, comunicaciones marinas, radares. 
-Frecuencias media (MF) (300 KHz - 3 MHz) (1km a 100 m de longitud de 
onda): radioteléfono marino, radiodifusión AM. 
-Frecuencias alta (HF) (3 MHz - 30 MHz) (100 m a 10 m de longitud de 
onda): antenas de radioaficionados, sistemas antirrobo. 




-Muy alta frecuencia (VHF) (30 MHz a 300 MHz) (10 a 1 m de longitud de 
onda): antenas de televisión y radiodifusión. 
-Frecuencia ultra alta (UHF) (300 MHz- 3 GHz) (1 m a 100 mm de longitud 
de onda): teléfonos móviles, antenas de telefonía móvil. 
-Frecuencia super alta (SHF) (3 GHz - 30 GHz) (100 mm a 10 mm de longitud 
de onda): radares, antenas de comunicación satélites. 
-Frecuencia extremadamente alta (EHF) (30 GHz - 300 GHz) (10 mm a 1 
mm): antenas de radiodifusión y radionavegación.  
-Frecuencia tremendamente alta (THF o THz) (300 a 3000 GHz) (1 x 10- 1 a 
1x10-2m): radiografía de terahercios, espectroscopía mediante terahercios, 
comunicaciones mediante terahercios. 
-Microondas (1 GHz a 300 GHz) (1x10-2 m a 1x10-3 m): se usan en hornos 
microondas, dispositivos de transmisión de datos y radares. 
-Infrarrojo (300X109 Hz a 384x1012 Hz) (1x10-3 m a 2,5x10-6 m): usada en 
sistemas especiales de comunicación, detectores de calor, mandos a 
distancia. 
-Luz visible (384x1012 Hz a 7,89x1012 Hz) (780x10-9 a 380x10-9 m): se 
emplean para diferentes tipos de comunicación como por ejemplo fibras 
ópticas. 
-Ultravioleta (7,89 x 1012 Hz a 30,0x1015 Hz) (380x10-9 a 10x10-9 m): se 
emplea en el campo de la medicina. 
-Rayos X (30,0x1015Hz a 30x1018 Hz) (10x10-9 a 10x10-12 m): su uso es en 
medicina.  
-Rayos gamma (>30,0x1018 Hz) (<10x10-12 m): se emplean para la 
esterilización de equipos médicos y alimentos. 
1.2.3. Fuentes de radiación electromagnética 
La radiación electromagnética puede tener dos orígenes diferentes dependiendo de 
la fuente que lo produce se clasifican en: 
1.2.3.1. Fuentes naturales  
Las fuentes de producción de radiación electromagnética naturales son: 
-La acumulación de cargas eléctricas en determinadas zonas de la 
atmósfera, debido a las tormentas eléctricas (Vizcaíno, 2003). 
-El campo magnético terrestre provoca la orientación de las brújulas Norte-
Sur y los pájaros y los peces lo utilizan para orientarse el valor medio es 50 
µT variando entre 30 y 70 dependiendo de la zona (ICNIRP, 2009). 
-Radioisótopos que se encuentran presentes en el aire: 14C o 222Rn. 
-Radioisótopos presentes en el cuerpo humano: 14C o 235U. 
-Radioisótopos presentes en la corteza terrestre: 40K. 






1.2.3.2. Fuentes artificiales 
 Se incluye en este grupo a todas  las radiaciones generadas por el hombre:  
-Sector médico: Aparatos de rayos X, RD, RT y MN. 
-Reactores nucleares o aceleradores de partículas: generan isotopos radiactivos. 
-Energía nuclear, puede llegar a haber liberación de radioisótopos de manera 
accidental. Por ejemplo Chernobyl (principalmente 137C). 
-Televisión y radio: generan campos de radiofrecuencia. 
-Sistemas antirrobo: generan campos de frecuencia intermedia. 
-En el hogar, por ejemplo tomas de corriente, instalaciones, aparatos se generan 
campos de frecuencia intermedia. 
-Transporte de energía eléctrica, generan campos de frecuencia intermedia. 
-Explosiones militares: bomba de la segunda guerra mundial.  
Dentro de estas fuentes artificiales se pueden hacer una serie de divisiones 
según el lugar donde se reciban: 
a) Campos electromagnéticos en el hogar 
-Instalaciones de transmisión y distribución de electricidad: Las 
instalaciones de transmisión y distribución de electricidad, los cableados y 
aparatos generan campos eléctricos y magnéticos. Los hogares situados 
lejos de las líneas de conducción reciben un campo de fondo de 0, 2 µT. 
Mientras que los que se sitúan debajo reciben una dosis mayor llegando a 
ser hasta de 10 kV/m. Pero esta intensidad disminuye al aumentar la 
distancia, a partir de 50 m de distancia de la estación, la intensidad alcanza 
los valores recibidos en las casas.           
-Aparatos eléctricos: La mayoría son incluidos en el rango de extremada 
baja frecuencia (ELF). Los puntos de campos magnéticos de mayor 
frecuencia están situados en los motores. La intensidad del campo que crea 
un aparato no depende del tamaño, complejidad, potencia o ruido, sino 
que depende del diseño y distancia al aparato, por tanto incluso aparatos 
similares producen diferente intensidad.  
Las intensidades de campo eléctrico medidas a una distancia de 30 cm (Oficina 
federal alemana de seguridad radiológica (BFR), 1999) ronda valores entre 5 V/m de las 
bombillas normales, hasta 180 V/m que produce un receptor estereofónico, siendo el limite 
recomendado 5000 V/m. 
Por otro lado la mayoría de estos electrodomésticos presentan una intensidad de 
campo magnético a una distancia de 30 cm considerablemente inferior al límite 
recomendado para el conjunto de la población de 100 µT. 
b) Campos electromagnéticos en el medio ambiente 
-Sistemas de seguridad: Son de frecuencia intermedia. Se incluye en este 
grupo a los arcos de seguridad y a los sistemas antirrobos de las prendas, 
este último se suelen desactivar. Tan solo los detectores de metales pueden 
generar un campo magnético de gran intensidad (hasta 100 µT) y en puntos 
cercanos a este en ocasiones se supera el límite recomendado. 
  




 -Trenes y tranvías eléctricos: Se trata de radiaciones de extremada baja 
frecuencia. En los vagones de pasajeros se puede alcanzar 100 µT. También 
las personas que viven cerca de las vías del tren están expuestas a campos 
similares al producido en las líneas de alta tensión. 
-Televisión y radio: Son sistemas que emiten a nivel de radiofrecuencias, 
por lo que emiten a alta potencia. Hay dos tipos de señales: AM 
(modulación de amplitud) y FM (modulación de frecuencia). Ambas se 
diferencian en el tipo de señal. Las AM difunden a largas distancias y las 
antenas que usan están situadas en lugares específicos a los que la gente no 
tiene acceso; los niveles de exposición en la zona de la antena son muy 
elevados. Por otro lado las FM emiten a corta distancia y funcionan con 
antenas más pequeñas que se sitúan en los edificios, la radiación que  llega 
a la zona de calle es muy baja. 
-Teléfonos móviles y estaciones base: Son ondas de tipo radiofrecuencia, 
por tanto estas ondas presentan alta potencia y se transmiten a través de 
estaciones base de potencia (10-100 Watt). Los niveles de exposición son 
elevados, sólo en zonas de menos de 1 metro  de distancia de las antenas. 
Pero el usuario del teléfono esta también expuesto a una radiación de baja 
potencia cuando está llamando (0,2 a 0,5 Watt). Además al usarse cerca de 
la cabeza provocan un efecto térmico sobre ella, aunque esta energía no 
supera los límites recomendados por la Comisión Internacional de 
Protección Contra las Radiaciones no Ionizantes (ICNIRP). Actualmente a 
pesar de que se conoce que estas ondas no superan los límites a corto plazo 
considerados dañinos para la salud, se están estudiando los efectos a largo 
plazo; ya que no se conoce en la actualidad el daño que este tipo de 
radiación provoca en los seres vivos. 
-Radares: Se trata de ondas de radiofrecuencia. Se incluyen en este grupo 
los radares de navegación, meteorológicos, militares, etc. Emiten la señal 
en pulsos de potencia alta, pero como son pocos, la potencia media es baja, 
además estos radares se suelen mover o colocar en zonas donde la 
exposición pública sea de niveles inferiores a los recomendados por ICNIRP. 
La oficina federal alemana de seguridad radiológica (1999) midió la exposición 
diaria en 2000 personas. Determinó en este estudio que la media diaria de radiación 
recibida fue de  0,10 µT (el valor límite es 100 µT para población general y 500 para los 
trabajadores). También se observó en dicho estudio que la exposición en ciudades es igual 
a la medida encontrada en los medios rurales.  
1.2.4.  Normativa de exposición a campos electromagnéticos 
En cada país existen unas normas sobre la exposición a campos, las cuales están 
basadas en recomendaciones que las organizaciones gubernamentales y profesionales de la 
temática realizan. Estas organizaciones se dedican al estudio y normativa de las radiaciones 
electromagnéticas. Entre ellas destacan el Consejo Nacional de Protección Radiológica del 
Reino Unido (NRPB-UK), Comisión Internacional de Protección Contra las Radiaciones No 






En el caso de ICNIRP se establecen las siguientes recomendaciones para baja y alta 
frecuencia: 
-Población general:  - 25-50 Hz: 0,2 mT y 5 KV/m. 
     - 50 a 400 Hz: 0,2 mT y 250/f.  
-Población ocupacional: 25-300 Hz los límites son 1mT y 500/fkV/m 
(Siendo f=frecuencia). 
 
En la tabla 1 se muestran los valores de restricción básicos calculados por ICNIRP 
(2010) para la población general y ocupacional para todo el cuerpo y para partes concretas.  
 
 
Tabla 1: ICNIRP, 2010. Valores de la restricción básica para exposición humana. Siendo CNS 
(Estimulación sistema nervioso central). 
Característica de la 
Exposición 
Rango de Frecuencia  Campo eléctrico Interno 
(Vm-1) 
Exposición Ocupacional   
CNS Tejido de la cabeza 1 Hz-10 Hz 0,5/f 
 10 Hz-25 Hz 0,005 
 24 Hz-400 Hz 2x10-3f 
 400 Hz- 3 KHz 0,8 
 3 KHz- 10 MHz 2,7x10-4f 
Todo el tejido de cabeza y 
cuerpo 
1 Hz-3 Khz 0,8 
 3 KHz-10 MHz 2,7x10-4f 
Exposición público general   
CNS tejido de la cabeza 1 Hz- 10 Hz 0,1/f 
 10 Hz- 25 Hz 0,01 
 25 Hz- 1000 Hz 4x10-4f 
 1000 Hz- 3kHz 0,4 
 3 KHz- 10 MHz 1,35x10-4f 
Todo los tejidos de cabeza y 
cuerpo 
1 Hz- 3 KHz 0,4 
 3 KHz- 10 MHz 1,35x10-4f 
Notas: 
-f es la frecuencia en Hz 
-En la frecuencia por encima de 100 KHz, RF es necesario una específica restricción básica adicional. 
 
 
Otro cálculo que se hace son los niveles de referencia, usando para ello modelos 
matemáticos de Dimbylow (2005 y 2006) y con los datos de restricción básicos presentados 
en la tabla anterior (Tabla 1). Estos valores asumen que la exposición es uniforme en todo 
el cuerpo y se tienen en cuenta las distancias. Para medidas de separación inferiores a 20 
cm se deben de hacer análisis caso por caso, puesto que no presentan uniformidad (ICNIRP, 
2010). El resultado de este análisis se muestra en las tablas 2 y 3. 
  





Tabla 2: Valores de nivel de referencia para el público general. (ICNIRP, 1999). 
 
 
Rango de Frecuencia 
Campo Eléctrico 
 
E (kV m-1) 
Campo Magnético 
 
H (A m-1) 
Flujo de densidad 
Magnético 
B (T) 
1 Hz - 8 Hz 5 3,2x104/f2 4x10-2/f2 
8 Hz - 25 Hz 5 4x103/f 5x10-3/f 
25 Hz - 50 Hz 5 1,6x102 2x10-4 
50 Hz - 400 Hz  2,5x102/f 1,6x102 2x10-4 
400 Hz - 3 KHz 2,5x102/f 6,4x104/f 8x10-2/f 
3 KHz - 10 MHz 8,3x10-2 21 2,7x10-5 
Notas: 
-f en Hz. 




Tabla 3: Valores de nivel de referencia para la población ocupacional. (ICNIRP, 1999). 
 
 
Rango de frecuencia 
Campo eléctrico 
 
E (KV m-1) 
Campo magnético 
 
H (A m-1) 
Flujo de densidad 
magnética 
B (T) 
1 Hz- 8 Hz 20 1,63x105/f 0,2/f2 
8 Hz - 25 Hz 20 2x104/f 2,5x10-2/f 
25 Hz - 300 Hz 5x102/f 8x102 1x10-3 
300 Hz – 3 KHz 5x102/f 2,4x105/f 0,3/f 
3 K Hz – 10 MHz 1,7x10-1 80 1x10-4 
Notas: 
-f en Hz. 




La normativa actual en España está fijada según los valores de ICNIRP (1999). En 
ella los límites de exposición han sido incorporados al ordenamiento jurídico español 
mediante el Real Decreto 1066/2001, de 28 de septiembre; por él que se aprueba el 
reglamento que establece las condiciones de protección del dominio público radioeléctrico, 
restricciones a las emisiones radioeléctricas y medidas de protección sanitaria frente a 
emisiones radioeléctricas. En la Tabla 4 se muestran las restricciones básicas para los 
campos eléctricos, magnéticos y electromagnéticos. En la Tabla 5 se indican los valores de 
referencia para los campos magnéticos, eléctricos y electromagnéticos. Y por último en la 





Tabla 4: Restricciones básicas para campos eléctricos, magnéticos y electromagnéticos (0 Hz-300 GHz). 
 
 
Tabla 5: Niveles de referencia para campos eléctricos, magnéticos y electromagnéticos (0 Hz-300 
GHz, valores rms imperturbados). 
 
 
Tabla 6: Niveles de referencia para corrientes de contacto procedentes de objetos conductores. 
 
 
1.2.5. Efectos biológicos de los campos electromagnéticos  
Los organismos internacionales como ICNIRP se encargan de establecer los valores  
umbrales de exposición, que anteriormente se han citado, basándose en  los efectos de los 
campos electromagnéticos pueden llegar a provocar a los seres vivos. Pero los daños 
analizados sólo se han visto a tiempos cortos de exposición; y no se han establecido 
teniendo en cuenta daños a largo plazo, ya que se han hecho pocos estudios a largo plazo. 
A continuación se explican alguno de los efectos sobre los sistemas biológicos que han 
sido estudiados y demostrados hasta la fecha.  
1.2.5.1. Efectos biológicos sobre el Sistema Nervioso 
 Los efectos que los campos electromagnéticos pueden llegar a causar sobre el 
sistema nervioso pueden ir desde generar una pequeña respuesta hasta provocar daños 
serios; dependiendo de la intensidad de campo recibida. Entre los efectos destacan: 
cambios en el comportamiento y reacciones funcionales del organismo, variaciones a 




niveles bioquímicos de las células nerviosas, efectos en la conducción del impulso nervioso, 
y por último, alteración de los niveles de neurotransmisores y neurohormonas en sangre. 
Todos estos efectos han sido descritos en ICNIRP (2009). Pero hay que señalar que la 
mayoría de estos daños se han estudiado sólo en condiciones de laboratorio y no se han 
extrapolados a nivel de la población general.  
1.2.5.2. Cambios en los ritmos biológicos 
Estos estudios se han basado en el análisis de los niveles de la hormona melatonina 
(Van Wijngaarden et al, 2000). Se conoce que una exposición a radiación UV provoca una 
alteración en la síntesis de dicha hormona; por esa razón los investigadores han planteado 
la posibilidad de que otras frecuencias del espectro puedan tener también efecto sobre 
ella. Respecto a las distintas frecuencias, se han encontrado una serie de estudios 
contradictorios. Por ejemplo, en ratas expuestas a 50 Hz sí se observó una reducción de la 
concentración de melatonina en sangre (Kato et al, 1994), mientras que en estudios 
realizados en humanos no se han descrito efectos tan claros (Burch, 2000). Por tanto, se 
puede concluir que el CEM provoca una alteración en el reloj biológico, pero no se 
determinan con exactitud las consecuencias finales que provoca, ni como es el mecanismo 
que lo lleva a cabo. 
1.2.5.3. Gestación y aparato reproductor 
En los años 80 se realizaron numerosos estudios del efecto del campo 
electromagnético sobre la gestación. De entre esos estudios destaca el realizado por 
Wertheimer y Leeper (1989), en él se analizó el efecto de las mantas eléctricas sobre el 
desarrollo y progreso del embarazo. Para ello se midieron el peso de los niños al nacer y el 
número de abortos producidos. Como resultado se determinó una relación entre un menor 
peso y mayor número de abortos en los embarazos cuando se empleaban en ellos mantas 
eléctricas. Éste mismo estudio fue repetido, dando resultados distintos (Ryan et al, 2000), 
analizaron el efecto que tenían  50-60 Hz sobre ratas en gestación, determinando que no 
había un efecto claro entre la talla y el peso o la aparición de malformaciones con el 
empleo de dicha frecuencia. Por lo que no se puede asumir que existe una relación tan 
directa entre la exposición al CEM y el embarazo. 
Otro estudio relacionado con la reproducción fue el realizado por Feychting et al 
(2000), en él se realizó un análisis epidemiológico sobre 35635 niños cuyos padres habían 
estado expuestos a CEM de manera profesional. El resultado fue que no había una 
asociación directa entre el cáncer infantil y la exposición materna. Pero sí se detectó un 
aumento de leucemia infantil por exposición paterna, la cual presentó un riesgo relativo de 
2,0 en exposiciones menores de 0,30µT.  
1.2.5.4. Efectos psicológicos 
Los estudios en este tipo de daño son muy contradictorios, ya que se han 
encontrado algunos en los que sí aparece una relación entre alteraciones psicológicas como 
depresión y los CEM. Estando estos al parecer relacionados con la producción de 
melatonina (Van Wikngaarden et al, 2000). Aunque por el contrario, también existen 
estudios que no detectan una relación directa entre campo y efectos psicológicos, como los 
estudios epidemiológicos realizados por Verkasolo et al (1997) y Baris et al (1996), sobre 
personas trabajadoras en centrales eléctricas; en ellos no se encontró relación directa entre 
CEM y depresión. Pero hay que tener en cuenta, que todos estos estudios platean una gran 
dificultad al ser epidemiológicos para relacionar exposición como agente causante, puesto 
que no se pueden controlar otros factores que rodean a los individuos, como el estilo de 






Este es uno de los mayores temores que existen tras sufrir una exposición a 
radiación electromagnética. La mayoría de los estudios son ambiguos en este aspecto, ya 
que no se ha podido determinar que la radiación de baja frecuencia sea un agente causante 
directo en la producción de cáncer en todos los estudios realizados hasta la fecha. Aunque 
los estudios en laboratorio sí que indican efectos cancerosos en células humanas, no se han 
podido extrapolar éstos resultados a organismos completos por diferentes razones. Entre 
las razones que hacen imposible extrapolar los datos es que hay que tener en cuenta que 
nadie se encuentra libre de exposición, ya que existe una exposición natural o de frecuencia 
industrial a la cual nos vemos expuestos todos los seres humanos. Haciendo sólo posible la 
comparación entre personas expuestas a unas dosis altas y personas expuestas a muy baja 
radiación.  Otro problema añadido es que la población de estudio sólo consta de pocos 
individuos. Un ejemplo de revisión de estudios que relacionan exposición residencial a 
campos de frecuencia industrial con cáncer fue el realizado por De la Peña et al (2002). En 
la tabla 7, se muestra a modo de resumen el resultado de este estudio.  
 
Tabla 7: Exposición residencial a campos de frecuencia industrial y 
riesgo relativo (RR) de padecer cáncer (De la Peña et al, 2002). 
 
Como base de comparación, la tasa de incidencia de cáncer en adultos, 
ajustada para la edad, en Estados Unidos es de 3 por 1000 por año para 
todos los tipos de cáncer (es decir, un 0,3 % de la población desarrolla un 
cáncer en un año dado), y de 1 por 10000 por año para la leucemia.RR: 
Riesgo relativo. 
 
Los primeros estudios en los que se detectó una relación entre la exposición a baja 
frecuencia (50 Hz) y cáncer fueron estudios sobre niños. Este estudio fue realizado por 
Wertheimer y Leeper  (1979), demostrándose que existía una relación directa entre la 
exposición a esta radiación y el desarrollo de leucemias infantiles. Después de él se han 
realizado muchos otros; por ejemplo, Ahlbom y col. (2000), en él se determinaron que no 
existía un riesgo de leucemia en niños que se hayan visto expuestos a valores de exposición 
iguales o menores de 4 µT. Pero que a dosis mayores sí que se pueden producir daño 
genético y generar enfermedades como la leucemia. 
Otro grupo de estudios se han realizado sobre la población ocupacional, expuesta a 
altas frecuencias durante un tiempo prolongado, para  relacionar cáncer y exposición. Un 
ejemplo de ellos fue el realizado por Pollan et all (2001), se analizó la incidencia a padecer 




cáncer de mama, cerebro y/o leucemia en adultos, los cuales habían sufrido una exposición 
de manera ocupacional. El resultado fue concluyente, determinando que existe un alto 
riesgo de padecer este tipo de cánceres. Otro estudio sobre población ocupacional fue el 
realizado por Kheifets et el (1997). También detectó que existía un riesgo del 1,2 % de 
padecer cáncer de cerebro y/o leucemia en este rango de la población. Pero estos análisis 
presentan un problema y es que no pueden ser concluyentes, puesto que no tienen en 
cuenta otros factores medioambientales que pueden provocar este tipo de lesiones, ya que 
la población no se encuentra aislada de ellos. Este hecho sirve para rebatir dichos 
resultados positivos.  
1.2.5.6. Daños sobre el ADN: 
Un especial apartado en el presente trabajo es el estudio de daños ocasionados por 
el CEM sobre la molécula de ADN. 
Hasta la fecha se han observado numerosos efectos de los CEM sobre el ADN. 
Además, es conocido que el daño sobre la molécula de ADN está muy relacionado con la 
carcinogénesis (Ruiz-Gómez y Martínez Morillo, 2009). Se han determinado efectos sobre el 
ADN de manera directa de los campos magnéticos de baja frecuencia (Harkins y Grisson, 
1994); y efectos sobre los mecanismos de reparación intrínsecos celulares (Ivancsits et al, 
2002). Otro estudio realizados sobre ratas expuestas a 60 Hz, durante 2 horas a dosis entre 
0,1 y 0,5 mT, dan como resultado roturas en la cadena de ADN en sus células cerebrales (Lai 
y Singh, 1997). En humanos se detectó un aumento en el número de roturas en los 
linfocitos expuestos a 50 Hz durante una hora con intensidades oscilantes entre 2 y 10 mT 
(Ahuja et al, 1999). Otro estudio destacado en este apartado fue el realizado por Wolf et al 
(2005), en él se detectó un aumento de las roturas de ADN al aumentar las dosis de 
exposición, pero no se pudo realizar  una curva dosis-respuesta. 
Un estudio destacable fue el realizado por Potenza et al (2004), donde células de E. 
Coli fueron expuestas a campo (200 y 250 mT). El resultado fue que las células in vivo no 
presentaron daño; mientras que las células que fueron cultivadas in vitro con una 
alteración con agua oxigenada sí que presentaron alteraciones y mutaciones en la molécula 
de ADN. Este experimento abre la vía a la idea de que el ADN se ve alterado de manera 
directa por el CEM o es debido de manera indirecta a la activación de los radicales libres. 
Por otro lado, se han observado en numerosos estudios que el CEM provoca el 
aumento de la producción de especies reactivas de oxígeno y nitrógeno (ROS y RNS 
respectivamente). Así como la disminución de los agentes antioxidantes en el plasma 
sanguíneo. Y también se ve afectada la estabilización y la vida útil de los radicales libres, 
aumentándola. Por tanto, los efectos pueden ser a causa de los radicales libres originados 
por el campo (Paredes Salido y Roca Fernández, 2002).  Esto también es sugerido por 
Eveson et al (2000), Cintolesi et al (2003), Ritz et al (2004), Timmel and Henbest (2004) y Liu 
et al (2005), los cuales proponen que los efectos de los CEM de baja frecuencia son 
causados por la producción de radicales libres, que al pasar del estado singlete a triplete del 
spin provocan que aumente su vida media. 
En un artículo de revisión realizado por Ruiz-Gómez M. J. y Martinez Morillo (2009), 
se analizaron 29 estudios en los que se estudiaron la rotura de ADN provocada por CEM. En 
el 50% de ellos se observó un efecto del CEM. Además estos estudios fueron analizados por 
separados, según sí la actividad se consideraba genotóxica o epigenética. Mostrando un 
37,5% de daño en los estudios considerados genotóxicos y un 69,8% en los estudios 
epigenéticos. Por lo que este meta análisis parece indicar que el CEM tiene efecto sobre la 
molécula de ADN, pero que in vivo es difícil de detectar por los mecanismos de reparación 
celular. En relación a este mecanismo de daño, Roy et al (1995), observaron una relación 




Estos autores obtuvieron un incremento en la generación de especies de radicales libres al 
aplicar campos de 0.1 mT, 60 Hz. 
1.2.6. Modelos de estudio 
Para el estudio de la exposición a CEM existen básicamente dos modelos distintos. 
Por un lado, los estudios epidemiológicos y por otro los estudios a nivel celular.  
   Los estudios anteriores, sobre niños o persona ocupacional, se engloban dentro del 
grupo de estudios epidemiológicos. En este tipo de estudios se emplean los criterios de Hill 
(Hill, 1965), en ellos se evalúan los estudios de laboratorio y epidemiológicos de agentes 
que pueden llegar a producir en el ser humano algún tipo de daño (Moulder y Foster, 1995; 
Kavet, 1996; Foster, 1997). El primer criterio de Hill valora el grado de asociación entre 
exposición y riesgo, siendo fuerte la que presente un riesgo relativo de 5 (los estudios 
positivos de campo sólo tienen riesgo relativo 2). El segundo criterio es la consistencia (en 
el campo hay ensayos positivos en unos estudios y en otros por el contrario negativos). El 
tercer criterio es la presencia de una relación dosis-respuesta (no se han encontrado 
estudios que posean dicha relación con la exposición a CEM). El cuarto criterio se basa en la 
concordancia biológica entre las pruebas de laboratorio (no se han encontrado ensayos de 
laboratorio que indiquen que a esas frecuencias se produzca un daño). Y el último criterio, 
es la detección de mecanismos biológicos que sugieran la existencia de un riesgo (no se han 
encontrado ninguno a esta frecuencia). Por tanto  aplicando estos criterios se pudo 
determinar que existe una relación débil entre cáncer y exposición a campos de frecuencia 
industrial (Kavet, 1996; Foster, 1997; Moulder, 1996; McCann et al 1998; NRPB, 2004). 
El segundo grupo de análisis del campo electromagnético engloba estudios in vitro 
a nivel celular. Estos se basan en el análisis de los efectos de los CEM sobre la proliferación 
celular, rutas metabólicas y/o distintas mutaciones. Pero estos experimentos plantean una 
serie de problemas de reproducibilidad, puesto que en los diferentes laboratorios usan 
distintas líneas celulares y con diferentes condiciones de cultivo. También emplean 
distintos protocolos de exposición (frecuencia, intensidad, forma de onda y distribución 
espacial del campo) (Mevissen et al, 1995; Ohtsu et al, 1995). Entre estos estudios se 
pueden destacar los realizados por Simkó et al (1998), en él se detectó efectos sobre la 
apoptosis. Otro experimento destacado fue el realizado por Ruiz-Gómez et al (2010), 
observándose efectos a nivel de crecimiento y supervivencia celular. También se han 
descrito variaciones en la potencia de efecto que presentan algunos fármacos 
antineoplásicos (Ruiz-Gómez et al, 2002), alteraciones en la síntesis de ARN  (Greene et al, 
1991). Aunque por otro lado, también existen artículos que no encuentran ningún tipo de 
daños en los cultivos in vitro expuestos a CEM. Pero la IARC (Agencia Internacional de 
Investigación sobre el Cáncer) en 2002, determinó a los campos magnéticos de baja 
frecuencia como posible agente carcinogénico.    
 
1.3. Radiación Ultravioleta (UV) 
1.3.1.  Clasificación 
Los organismos terrestres estamos expuestos a radiaciones UV de manera natural. 
Pero cada vez la población está más preocupada por los daños causados por este tipo de 
radiaciones como melanomas, carcinomas y otros tipos de daños sobre la piel.  La radiación 
UV terrestre está compuesta por tres tipos de ondas según la zona del espectro que 
ocupan; en la Figura 17 se muestra a modo de resumen las tres ondas: 
-Radiación UVA: Longitud de onda comprendida entre 315 y 400 nm (CIE, 
1999). Esta radiación es la predominante en la superficie terrestre, llegando 




hasta la superficie el 95% del total emitido (D’Orazio, 2013). Tiene una tasa 
de absorción baja por las células. El daño que provoca en las células es a 
causa de la producción de especies radiactivas de oxígeno (ROS). Estos 
agentes oxidativos provocan la oxidación de las bases nitrogenadas, en 
concreto las bases que se ven afectadas son dos; por un lado se forman 7,8-
dihidro-8-oxoguania, el cual es propuesto como lesión premutagénica de 
UVA (Schuch, 2010); y en menor medida se produce la formación de 
dímeros de pirimidinas (Mouret, 2005). 
-Radiación UVB: Longitud de onda comprendida entre 280-315 nm (CIE, 
1999). El 95 % de la radiación es bloqueada en la atmósfera terrestre, 
llegando a la superficie terrestre sólo el 5% de la radiación emitida 
(D’Orazio, 2013). El principal problema de esta radiación en las células es su 
alta tasa de absorción. El mecanismo de acción consiste en la creación de 
dos tipos de fotodímeros entre las bases de pirimidinas (ciclobutona-
pirimidina  (CPD) y 6-4 fotoproductos (6-4 pp)) (Cladet, 2005), actuando de 
manera directa sobre la molécula de ADN. 
-Radiación UVC: Longitud de onda está comprendida entre 100-280 nm 
(CIE, 1999). La capa de ozono absorbe la mayoría de esta radiación, no 
llegando a la superficie terrestre (D’Orazio, 2013). Su mecanismo de acción 
sobre las células es la inducción de daño sobre el ADN a través de la 
producción de ROS, se trata por tanto de un daño secundario. Al poseer una 
longitud de onda mayor que las otras radiaciones posee una energía más 
alta y por tanto tiene mayor capacidad para provoca daños más serios 
sobre el ADN (Heo et al, 2001).  
 





ICNIRP, al igual que ocurre con los campos electromagnéticos, ha propuesto unas 
dosis límites de exposición a radiación UV. Puesto que aunque se conoce que existen 
efectos positivos a dosis bajas, también se han encontrado efectos nocivos cuando las dosis 
son elevadas. Los valores límites se han fijado teniendo en cuenta las dosis que en los 
estudios no demuestran ningún tipo de daño y a partir de qué dosis sí hay estudios que 
demuestran la aparición de daño (ICNIRP, 2004). Estas dosis se dividen en dos grupos 
dependiendo de la zona del cuerpo expuesta: 
-Exposición de los ojos: 180 a 400 nm: < 30 Jm-2. Y en concreto para la zona 
entre 315-400 nm no debe de exceder de 104 Jm-2.  
-Exposición en la piel: 180 a 400 nm: < 30 Jm-2.  
1.3.3. Efectos biológicos de las radiaciones UV: 
Uno de los principales efectos de la radiación UV es la producción de cáncer de piel 
(Dumaz et al, 1993; Ravant et al, 2001). Los mecanismos de acción son distintos 
dependiendo de la frecuencia de radiación UV. El UVA presenta dos mecanismos de acción; 
por un lado, genera especies reactivas de oxígeno (Schuch, 2010), y por otro también 
provoca la formación de dímeros de pirimidina, pero este último mecanismo ocurre en 
menor medida (Mouret, 2005). Para UVB se ha descrito que su principal mecanismo de 
acción es la formación de dímeros de pirimidinas (Ravant et al, 2001). El principal 
mecanismo de acción de la radiación UVC es la formación de especies ROS (Heo et al, 
2001).    
En la presente tesis se va a analizar en concreto el efecto de la radiación UVC sobre 
la molécula de ADN en combinación con otros agentes, para ello se emplearan dos tipos de 
ADN distintos. Se ha escogido este tipo de radiación por varias razones; la primera es 
porque aunque se trate de una radiación que queda retenida en la capa de ozono y no 
alcanza la superficie terrestre, hechos como la aparición del agujero de ozono sobre el Polo 
Sur y la delgada capa de ozono que existe actualmente sobre Australia y Nueva Zelanda 
hacen que sea interesante su estudio (Nagira, 2002). Una segunda razón de su estudio, es el 
incremento de su uso en medicina y tratamientos de belleza actualmente (ICNIRP, 2004), 
debido a que se han descrito una serie de efectos positivos para la salud de esta longitud de 
onda. Aun así se considera a la radiación UVA la más empleada de las tres.  
Un estudio muy interesante es el realizado por Liu (1995), analizó la cascada de 
activación en células de mamíferos que provocan Metil Metano Sulfonato (MMS) y UVC. 
Demostrándose que ambos agentes provocan la activación de JNK (c-Jun N-terminal kinasa) 
pero en el caso de MAP kinasa (mitogena-activada proteína) sólo es activada en presencia 
de UVC. Ambas proteínas actúan en la fosforilación de factores de transcripción celular. 
Atendiendo a estos resultados, UVC y MMS poseen una vía común de acción sobre la célula, 
lo que hace interesante estudiar su efecto en conjunto como vamos a realizar en esta tesis. 
  Otro estudio a destacar fue el realizado por Sarkar, et al (2005). En él se comprobó 
sí existe una misma sensibilidad en el gen mutado Trxh1 en Chlamidomonas, al ser 
expuesto a UVC, Bleomicina o MMS. El resultado de este análisis fue que la célula no 
presentaba la misma sensibilidad a los tres agentes. Sino que el agente MMS parecía 
mostrar un mayor daño cuando se encuentra mutado el gen, mientras que en el resto no 
aparecían diferencias entre células con el gen mutado o no. 
No se han encontrado estudios que empleen UVC junto con otros agentes como 
MMS, CEM o Bleomicina a la vez. Sólo se han encontrado estudios que combinan el CEM y 
UV. Como por ejemplo el realizado por Ager y Radul (1992), donde se observó que la 




exposición a CM (1mT, 60 Hz) junto con UVC (2-50 J/m2) no provoca un aumento en la 
mutación, conversión génica o entrecruzamiento durante la mitosis. En cambio en otros 
estudios con UVA, como el realizado por Zmyslony et al (2004), sí que se detectó un 
aumento del daño sobre el ADN cuando se expusieron linfocitos de rata a la vez a campo 
magnético (50 Hz; 0,04 mT) y UVA (150 J/m2) durante una hora. Un estudio que demostró 
un efecto diferente en la combinación de ambos agentes fue el realizado por Dicarlo et al 
(1999), en él se demostró que el Campo Magnético (60 Hz) induce protección frente a la 
exposición a UVC. Parece indicar que el CM provoca la activación de proteínas para reparar 
daños oxidativos y estas también juegan un papel en la reparación por daño inducido por 
UV.  
El mecanismo que presenta la célula para reparar el daño ocasionado por las 
radiaciones UV es a través de la vía de p53, de esta forma reconoce el daño y secuestra a la 
célula en fase G1 hasta que el daño es reparado o la célula entra en apoptosis (Amundson 
et al, 1998). Pero sí las mutaciones no son reparadas o la célula no entra en apoptosis el 
resultado final es la formación de un ADN con alteraciones, que provocará a la larga el 
desarrollo de algún tipo de cáncer u otras enfermedades (Nagira, 2002). Los principales 
mecanismo de reparación que se activan son dos, por un lado BER (escisión de bases), sí 
son daños oxidativos (Slupphaug, 2003); y por otro lado se activa la vía NER (escisión de 
nucleótidos), sí el daño es debido a la formación de dímeros de pirimidinas y fotoproductos 
(6-4 pp) (Friedberg, 1995). 
 
1.4. Agentes químicos 
1.4.1. Bleomicina 
Se trata de un agente antineoplásico que forma parte de la familia de fármacos 
glucopeptídicos. En concreto es un antibiótico glucopeptídico que se ha empleado sólo en 
el tratamiento contra el cáncer, debido a su capacidad para retrasar el crecimiento de 
células cancerosas. Empleándose en el tratamiento paliativo de enfermedades como: 
cáncer de células escamosas, testículo, renal, sarcoma de tejidos blandos y tumores de 
células germinales. También se ha usado este fármaco para tratar las enfermedades de 
linfoma no-Hodgkin y Hodgkin. La forma química se muestra en la figura 18, posee una 
composición similar al antibiótico que fabrican de manera natural Streptomyces verticillus 
(Umezawa et al, 1966) 
 
 




Su actividad como agente antibiótico ha sido demostrada en muchos artículos. Las 
primeras que se evaluaron fueron su capacidad de inhibición del crecimiento en células in 
vitro de E. Coli y Hela, la inhibición de la actividad del carcinoma de Ehrlich y su actividad 
sobre otros tumores trasplantados en ratón (Clarke, 2009). También cabe destacar su 
empleo como agente para estudiar el daño cromosómico sobre el ADN (Madhu y Laza, 
2002). 
Su mecanismo de acción consiste en la creación de radicales libres, los cuales 
provocan la fragmentación de la molécula de ADN (Povirk, 1996). En la Figura 19 se muestra 
a modo de resumen dicha actividad.  
 
Fig. 19: Mecanismo de acción de Bleomicina según Povirk et al, 1996. 
 
Se ha comprobado que la Bleomicina provoca la rotura de la molécula de ADN 
modificando el final de las bases nitrogenadas, debido a que se posiciona intercalándose 
dentro de la doble hélice y así provoca una rotura simple de cadena. Se puede considerar 
que su mecanismo de acción es similar a la actividad de las radiaciones ionizantes o a las 
especies ROS. Se considera por tanto a Bleomicina un agente radiomimético (Obe, et al, 
2010; Pastwa et al, 2001). Además, para poder provocar la degradación de la molécula de 
ADN es necesaria la presencia de una especie redox-activa como puede ser el hierro (Fe2+) o 
derivados de 02 (Burger et al, 1981). Al producirse la unión de Bleomicina con el metal ya se 
pueda intercalar dentro de la doble hélice de ADN (Sanz et al, 2002). Como resultado final 
se produce una rotura simple y/o doble de la hélice de ADN. 
Otras actividades que presenta la Bleomicina es el bloqueo de las células que se 
encuentran en la fase G2 del ciclo celular (Barlogie et al, 1976). Por otro lado también 
provoca la degradación del ARN (Carter et al, 1990). Y por último, es conocida su actividad 
como inductor de apoptosis in vitro (Tounekti et al, 1993). 




En humanos se ha comprobado que el daño principal de la Bleomicina a nivel 
sistémico es la formación fibrosis pulmonar (Jules-Elyse et al, 1990). 
Respecto a los mecanismos de reparación que contienen las células para 
recuperarse de los daños provocados por este antibiótico se han descrito hasta la fecha 
muchos. Un ejemplo es el descrito por Hittelman et al (1974), estudió en células de 
mamíferos la fase del ciclo celular en la que se producía la reparación del daño provocado 
por Bleomicina. Observándose que entre un tercio y la mitad del daño provocado era 
reparado en fase G2 en sólo una hora. Otros estudios han empleado elución alcalina para 
detectar la reparación del daño provocado por Bleomicina y determinar de esta forma el 
tiempo que la célula emplea para la reparación. En concreto en el artículo estudiado se 
empleó EDTA como agente alcalino, dando como resultado un tiempo de reparación medio 
en torno a 15 minutos (Sognier et al, 1979). 
En el análisis de los mecanismos intrínsecos de reparación celular, otros estudios 
han analizado la combinación de Bleomicina con otros fármacos para de esta forma evitar 
los mecanismos de reparación celular. Por ejemplo, Sognier et al (1979), empleó 
Ciclohexamida, Estreptovitacin, Hicantone e Hidroxiurea. En ellos se comprobó que los dos 
primeros (ciclohexamida y estreptovitacin) actuaban provocando una inhibición de la 
reparación mayor que los otros dos (hicantone e hidroxiurea). 
1.4.2.  Metil Metano Sulfonato (MMS)  
Se trata de un agente mutagénico que ha sido empleado en gran cantidad de 
ámbitos. Por ejemplo, ha sido utilizado en el ámbito médico como agente 
quimioterapéutico. También en el mundo agrario se utilizó como insecticida. Se ha usado 
hasta que se detectó su alta actividad carcinogénica (Beranek, 1990).  
Su estructura química se muestra en la Figura 20. 
 
 
Fig. 20: Estructura química de Metil Metano Sulfato 
(MMS). R corresponde a CH3. 
 
Se trata de una sustancia química encuadrada dentro del grupo de agentes 
alquilantes. Los agentes alquilantes, como se indica en el apartado de alquilación de daño 
sobre el ADN, engloban a un gran número de sustancias químicas; en concreto MMS está 
dentro  del grupo de agentes metanosulfonatos (Singer et al, 1983). La principal 
característica de este subgrupo de agentes alquilantes es su mecanismo de acción. Este 
grupo actúa sobre los centros nucleofílicos, es decir sobre los anillos nitrógenados  de las 
bases  púricas, convirtiendo la Guanina en N7-Guanina y la Adenina en 3-metiladenina 
(Barnek, 1990). Otra clasificación realizada por Swain et al (1953), agrupa a MMS dentro del 
grupo Sn2 (según la Swain Scott Constant). En la Figura 21, se muestra el mecanismo de 





Fig. 21: Simulación de la reacción del MMS sobre las bases nitrogenadas. 
Aparecen marcadas con flechas los sitios de actuación de MMS. Por 
colores aparecen los tipos de átomos, Negro: Nitrógeno, Gris: Carbono y 
Blanco: Oxígeno. Imagen obtenida de Yang, 2010. 
 
Este tipo de agente alquilante provoca daño sobre la molécula de ADN. Entre los 
tipos de daño destacan: aparición de zonas mal apareadas, producción de sitios AP (sin 
bases nitrógenadas), así como roturas simples y dobles de cadena de ADN. Un ejemplo de 
daño es el descrito en el tratamiento con bajos niveles de MMS en el que se provoca la 
fragmentación de los cromosomas (Choy, 2002). Otro ejemplo, fue el análisis realizado 
sobre una cepa de S. Cerevisae, la cual tenía comprometido su mecanismo de reparación a 
través de recombinación homóloga. En él se detectó una mayor sensibilidad al MMS en las 
cepas que presentaban dicha mutación, por lo tanto su mecanismo de acción es similar a la 
radiación ionizante, tratándose entonces de un agente radiomimético (Krogh, 2004). 
Además, al verse influenciado por mecanismos de reparación de rotura doble se considera 
que sus mecanismos de acción son a través de la producción de roturas dobles del ADN 
(Lundin, 2005). Por tanto estos dos estudios demuestran que una de las actividades del 
MMS es la producción de roturas dobles de la hélice de ADN. Se han observado otros daño 
como recombinación inter e intra-cromosómica (Myung, 2003).  
En el estudio realizado por Jia et al (2002), se analizó el daño ocasionado por MMS 
sobre S. cerevisae. El objetivo de dicho estudió fue proponer el mejor modelo de detección 
de daño sobre la molécula de ADN, empleándose MMS como agente radiomimético. 
Otro estudio realizado con MMS, Hanway et al (2002), ha permitido comparar los 
diferentes mecanismos de acción que tienen radiación UV y MMS.  
En todos estos estudios se remarca el hecho de que los mecanismos de reparación 
celular provocan que se vea enmascarado el efecto real ocasionado por el agente 
alquilante. Los mecanismos de reparación para la alquilación suelen ser BER (Reparación 
por Escisión de Bases), y mediante alquiltransferasas (Lindahl, 1999).  
En el ensayo realizado por Sarkar et al (2005) sobre Chlamydomonas reinaharditii, 
se pudo determinar qué genes están implicados en el mecanismo de reparación de los 
daños producidos por UVC, MMS o Bleomicina. En este estudio se demostró que el gen 
Trxh1 está relacionado con los mecanismos de supervivencia celular, sobre todo para daños 




inducidos por MMS y en cierto modo también para los provocados para Bleomicina, pero 
no pareció actuar con radiación de UVC.  
Por último un estudio muy interesante fue el realizado por Luukkonen et al (2011) 
sobre células de neuroblastoma, en ese estudió se observó que existe un incremento de la 
genotoxicidad del MMS sí las células han sido expuestas anteriormente a CM (50Hz, 100 µT, 
durante 24 horas). Demostrándose por tanto que CM y MMS comparten una vía de acción 
sobre las células. Este estudio tiene relación con los realizados en esta tesis. 
 
1.5. Inestabilidad genómica  
La inestabilidad genómica se refiere a la tasa de mutación espontánea en las 
células. El estudio de los daños sobre la molécula de ADN lleva realizándose desde que fue 
descubierta su existencia por Watson and Crick (1953).  
Los daños sobre la molécula de ADN son muy variados. Pero se puede hacer una 
clasificación en dos grandes grupos según la procedencia del agente causante. Por un lado, 
se puede definir un grupo de errores endógenos, donde se incluirán tanto errores en la 
replicación como daños por agentes sintetizados por el propio metabolismo celular (por 
ejemplo sustancias oxidantes provenientes de la respiración celular) (Friedberg et al, 1995) 
Por otro lado, el otro grupo incluirá a todos los agentes externos, incluyendo las radiaciones 
y agentes alquilantes químicos como por ejemplo los derivados del tabaco (Loeb y Loeb, 
2000).  
Los seres vivos están expuestos a distintas radiaciones y/o agentes tóxicos todos los 
días en el medio natural. Estas exposiciones pueden ser directas o indirectas, pero todas 
ellas provocan daño sobre las células y sobre la molécula de ADN. Estos daños pueden 
provocar un efecto genético, y por tanto un efecto  hereditario que pasará a las siguientes 
generaciones; o pueden producir un efecto somático, y sólo afectar al propio individuo. 
Dentro de este segundo grupo, efecto somático, se pueden diferenciar dos tipos 
atendiendo al tiempo que tarde en aparecer dicho daño: diferidos o inmediatos.  
1.5.1. Tipos de daño sobre el ADN 
A continuación en la figura 22, se resumen las zonas de las bases nitrogenadas que 
presentan una mayor fragilidad para ser dañadas.  
 
 
Fig. 22: Sitios donde los nucleótidos pueden ser dañados: rosa: 




En la tabla 8 se representan los principales tipos de daño que se pueden producir 
sobre la molécula de ADN. En ella se  representan tipos de daño, consecuencia y agentes 
causantes. 
 
Tabla 8: Tipos de daño sobre el ADN, consecuencia y Causante. Tabla Adaptada de “DNA 
Replication”, 2d ed., W. H. Freeman and Company, pp. 771 – 773. 





















Dímeros de pirimidina Impedimentos estéricos, 
bloqueo de polimerasa 
Luz UV 
Rotura de uniones 
fosfodiester 
Rotura simple o doble 
 
Agente químico 
(bleomicina) o radiación 
ionizante 
Unión covalente de las 
dos hebras y con 
proteínas 





1.5.1.1. Errores replicativos (Mismatch repair) 
Estos errores suelen producirse de manera espontánea razón de 1 por cada 107 
divisiones en E. coli. Los mecanismos de reparación llegan a corregir el 99% de este tipo de 
error. En este grupo se incluye los cometidos por DNA polimerasa y las inserciones y 
delecciones de secuencias cortas repetidas (microsatélites).  
En el caso de ADN polimerasa los errores que produce son principalmente dos:  
 
-Unión de nucleótidos erróneos: La ADN polimerasa une por error 
nucleótidos en la replicación. Pero en este caso lo que ocurre es que la ADN 
polimerasa tiene actividad exonucleasa y es capaz de detectar que no ha 
habido unión entre el nucleótido que acaba de añadir y la hebra madre, por 
lo que en la mayoría de los casos suele corregir este error. 
 
-Unión de un nucleótido tautomérico: Las bases nitrogenadas pueden 
presentar dos isómeros estructurales (ceto y enol), aunque la forma ceto es 
la más común en la hélice de ADN. El error consiste en que si la forma enol-




Timina se une con Guanina en vez de Adenina (Watson y Crick, 1953; Wang 
et al, 2011) con el paso del tiempo el tautómero en forma de enol puede 
revertir y en la replicación provocará un error. Puesto que la hélice hija 
presenta una combinación errónea se produce un error de apareamiento. 
En la figura 23 se representan las formas tautoméricas. Se conoce que 5-
bromouracilo es una agente químico que provoca este tipo de error. 
 
 
Fig. 23: Tautomería de Adenina. Adenina y Citosina en forma no 
tautomérica no se unen. Si citosina o Adenina adquieren su forma 
tautomérica (asterisco) sí se pueden unir. Proc Natl Acad Sci U S A. 
2011 October 25; 108(43): 17644-17648. 
 
El otro bloque de errores es el ocasionado por inserción o delección de secuencias 
intermedias. Un ejemplo de esto es lo que ocurre con las secuencias microsatélites. El 
problema es que estas secuencias al insertarse sobre el genoma desliza la replicación y la 
cadena molde al copiarse se copia dos veces o es saltada, dependiendo de si es inserción o 
delección. En la figura 24, se muestra un ejemplo de inserción de un microsatélite. 
 
 
Fig. 24: Ejemplo de inserción de una secuencia “CA” y el efecto 




1.5.1.2. Despurinización y Despirimidación  
En este bloque se incluyen los daños relacionados con la perdida espontánea de las 
bases purinas o pirimidinas. Se producen 2.000 o 10.000 perdidas de purinas por célula/día 
de manera espontánea (Lindahl, 1993; Barnes and Lindhal, 2004). La despirimidación ocurre 
en mucha menos medida de manera espontánea que la despurinización. En los estudios 
realizados por Kunkel (1984), se descubrió que la despurinización es una de las más 
importantes lesiones premutagénicas en el bacteriófago M13mp2. En la figura 24, se 
muestra un ejemplo de formación sitios AP. 
En ambos caso lo que ocurre es la perdida de una base. Esto ocurre porque se 
produce una rotura en el enlace glucosídico que une la base y el azúcar. Cuando se produce 
la replicación los sitios sin purina o pirimidina dará como resultado una mutación de tipo 
transición o transversión.  
 
 
Fig. 25: Perdida de base. Se genera un sitio AP. 
 
1.5.1.3. Desaminación espontánea 
Consiste en la perdida de los grupos aminos exocíclicos de las bases Adenina o 
Citosina. La pérdida espontánea en las células se da debido a la temperatura o el pH. El 
número de perdidas espontánea en la célula ronda entre 100 y 500/célula/día, siendo más 
común en las hebras simples y en las bases de Citosina (Barnes et al, 2004). El resultado es 
que la Citosina pasa a ser Uracilo y por tanto en la replicación la hebra cambia su 
codificación. Como resultado final se produce por tanto una transición en la replicación. Un 
ejemplo de desaminación de la base Citosia se muestra en la figura 26. 





Fig. 26: Desaminación de la base Citosina dando como resultado una base Uracilo. 
 
1.5.1.4. Alquilación 
Se han descrito una gran variedad de sustancias químicas que actúan como agentes 
alquilantes. Existen de manera exógena en plantas, aire, agua, comida, quimioterapéutica, 
etc. Su actividad da como resultado sitios donde se han perdido bases y sitios AP 
(Dahlmann, 2009). Estos agentes tienen afinidad por los anillos nitrogenados y los grupos 
oxígeno de las bases nucleotídicas. Los agentes alquilantes se pueden clasificar en dos 
grupos, según la actividad que tengan sobre el ADN (Sedgwick et al, 2004):  
 
 
Fig. 27: Agentes alquilantes. A) Agentes NItrosourea, en este grupo se incluyen MNU 
(metilnitrosourea), EUN (ethilnitrosourea), 1,3-bis (2cloroethil)-1nitrosourea (BCNU), N-(2cloroetil)-
Nciclohexil-N-nitrosourea (CCNU), N-metil-N-nitro-N-nitrosoguanidina (MNNG), N-ethil-N-nitro-N-
nitrosoguanidina (ENNG). B) Agentes Metanosulfonato, en este grupo se incluyen: dimetilsulfato 
(DMS), dietilsulfato (DES), metilmetanosulfonato (MMS), ethilmetanosulfonato (EMS). (Fuente 
Friedberg EC et all 1995) 
 
-Agentes alquilantes Nitrosourea: Producen principalmente una O-
alquilacion. Se incluyen en este grupo: MNU (metilnitrosourea), EUN 




Nciclohexil-N-nitrosourea (CCNU), N-metil-N-nitro-N-nitrosoguanidina 
(MNNG), N-ethil-N-nitro-N-nitrosoguanidina (ENNG). Figura 27, A). 
-Agentes alquilantes Metanosulfanatos: Producen principalmente N-
alquilaciones. En este grupo se incluyen dimetilsulfato (DMS), dietilsulfato 
(DES), ethilmetanosulfonato (EMS), metilmetanosulfonato (MMS). Figura 
27, B). 
Otra clasificación posible de los agentes alquilantes es según su método de 
activación. Por un lado, los agentes que se activan directamente, por ejemplo agentes 
cancerígenos (gas mostaza); y por otro alquilantes que necesita el citocromo P450 para 
activarse (Patterson et al, 2002 y Singer et al, 1983). También estos agentes se clasifican 
según el número de veces que se unen al ADN, pudiéndose unir una única vez  y de esta 
forma reacciona con los anillos nitrogenados; o bien se unen dos veces y forman bases 




Fig. 28: Actividad de los agentes alquilantes. N: sitios de actuación de los agentes Nitrosourea, M: 
sitios modificados por los agentes Metanosulfonatos. 1: sitios de actuación en hebras simples. 2: 
grupos exociclicos aminos para la formación de ADN cíclicos adicciones. R indica la zona de unión 
entre la base y el azúcar. Fuente Sedwick B. (2004) 
 
1.5.1.5. Oxidación  por especies reactivas de oxigeno (ROS)  
Este tipo de daño se puede producir a través de la oxidación del azúcar o de la base 
nitrogenada,  provocando en ambos casos la pérdida de la base y el azúcar. La base que se 
oxida con mayor frecuencia es la Guanina dando como resultado 7,8-dihidro-8-oxoguanina 
(8-oxoG), esta oxidación le concede la capacidad de apareamiento con Adenina o Citosina. 
El resultado final, es la producción de mutaciones a través de transversión. (Klunglad et al, 
1999). Por otro lado, la perdida de bases puede llegar a provocar también una rotura de las 
hélices de ADN. En la figura 29, se muestra la oxidación de las bases Adenina, Guanina y 
Timina. 
Las ROS suelen ser H2O2 (peróxido de hidrogeno), OH (hidróxido) y O2 (oxígeno). 
Estas moléculas pueden provenir tanto del interior celular (respiración y metabolismo de 
peroxisomas) como extracelularmente (radiación ionizante, UV, calor, drogas). En una serie 
de experimentos se ha podido estimar que la tasa de oxidación celular debido a causas 
endógenas ronda entre 400 y 1500 veces por día (Klungland et al, 1999). La forma de 




producir más agentes oxidativos de manera exógena es a través de radiación ionizante 
mediante la radiolisis del agua lo que supone el 80% en los organismos (Fu et al, 2000).  
Las ROS también pueden modular la actividad de una serie de proteínas y genes 
que participan en la respuesta al estrés, actuando a nivel de la proliferación, diferenciación 
y apoptosis celular (Nagira, 2002). 
Por los trabajos de revisión realizados por Ames et al (1993) y Collins (1999), se 
puede determinar que existe una relación directa entre el consumo de antioxidantes y la 
disminución del riesgo de padecer cáncer. Por tanto, la oxidación es un factor de riesgo 
para desarrollar ciertos tipos de cáncer.  
 
 
Fig. 29: Ejemplo de oxidación de las bases Guanina, Timina y Adenina. 
 
El principal mecanismo de reparación del daño oxidativo sobre el ADN es la excisión 
de bases (BER) (Nyaga y Lloyd, 2000) 
1.5.1.6. Dímeros de pirimidina 
El principal causante de producción de dímeros es la radiación UV. El efecto que las 
radiaciones UVA, B y C provoca sobre la hebra de ADN ha sido muy estudiado, demostrando 
que son las principales causas de la formación de dímeros de pirimidina (Besaratinia, 2012; 
Pfeifer et al, 2005). La formación de dímeros de timina tras radiación UV es más frecuente 
que otro tipo de daño; como pueden ser la formación de radicales libres y su posterior 
oxidación. La lesión provocada por los dímeros de Timina sobre las células de mamíferos es 




formación de dímeros de pirimidina sobre la molécula de ADN son mutaciones del tipo 
transiciones y/o transversiones en la replicación. En la figura 30 se muestra la formación de 
dímeros de timina tras radiación UV.  
 
Fig. 30: Formación de dímeros de timinas a través de radiación UV 
1.5.1.7. Rotura de uniones fosfodiester (rotura doble y simple) 
Esta rotura se produce sobre todo por la fractura del enlace fosfodiéster entre las 
bases nitrogenadas y las pentosas. Tras la ruptura las moléculas de agua pueden penetran 
en la zona y rompen los puentes de hidrogeno entre las bases.  
Existen dos tipos de rotura de hebra de ADN: simple o doble. Por un lado, la rotura 
simple consiste en el corte sólo de una de las hebras. Los agentes causante de esta rotura 
suelen ser los oxidativos que provocan la lesión en las bases y la posterior rotura. El 
problema mayoritario de este tipo de rotura  es la producción de manera secundaria de una 
rotura doble (Parson, 2007)  (figura 31, A).  
Por otro lado, las dobles se producen cuando en ambas cadenas, en sitios cercanos y 
de manera simultánea, se produce una rotura (Jackson, 2002; Caldecott, 2004). Las roturas 
dobles de cadena son principalmente debidas a agentes externos a la célula como indica el 
estudio realizado por Ciccia y Eledge (2010). Pero, también pueden ser debidas a lesiones 
por estrés en los cromosomas, así como a la propia ADN polimerasa que al encontrar 
roturas simples de cadena produce la fractura doble u otro  tipo de lesiones (Jackson, 
2002).  Una rotura doble provoca que las hebras pierdan sus puentes de hidrógeno y esto 
provoca la separación física de las dos hebras. Como resultado final pueden causar errores 
a nivel cromosómico que puedan llegar a provocar la apoptosis celular. (Figura 31, B). 
 
 
Fig. 31: Doble hélice de ADN. A) Rotura simple; B) Rotura doble. 
 




1.5.1.8. Crosslink (uniones covalentes entre hebras o proteínas) 
Se producen por la formación de uniones covalentes entre las bases y por tanto un mal 
apareamiento entre las bases. Existen tres tipos de Crosslink: 
-Entre la propia cadena (intrastrand-crosslink). 
-Entre las dos cadenas (interstrand-crosslink).  
-Entre cadena y proteínas que se intercalan en ellas. 
Este tipo de uniones suelen darse con más frecuencia cuando la molécula de ADN se 
encuentra activa, es decir, en los estados de replicación y transcripción. El resultado final es 
que este tipo de uniones, como las interstrand-crosslink, evita que se produzca la 
separación de la doble hélice y por tanto no permite la replicación ni la transcripción (Noll, 
2006). Las personas afectadas con Anemia de Fanconi presentan una alta sensibilidad a 
producir este tipo de uniones inerstrand-crosslink (D’Andrea, 2010). 
Un ejemplo de agente que provoca interstrand-croslink e intrastrand- crosslink es el 
cisplatino (una sustancia de uso quimioterapeútico). Cisplatino (cis-
diamminodicloroplatinium (II)) es una sustancia química capaz de inducir un 2% de 
intestrand-crosslink y un 90% de intrastrand-crosslink (Jeroen et al, 2011 y Eastman, 1986). 
Dentro de los intraestrand-crosslink se ha comprobado que el 65 % se produce por 1,2-
intrastrand d(GPG) y el 25 % d(ApG) (Szymkowski, 1992). Como resultado del 
entrecruzamiento se puede llegar a ocasionar una apoptosis celular (Roos, 2006). (Fig. 32). 
 
Fig. 32: ADN expuesto a cisplatino. 1) Unión Cisplatino a Guanina al 
grupo clorido o hidorxil. 2) Interstrand crosslink, 3) Proteína crosslink 
cisplatin-guanina, 4) Intrastrand crosslink GpG, 5) intrastrand crosslink 
GpNpG (N procedente de la base), 6) intrastrand crosslink ApG. : Figura 
de Cruja, 2002. 
 
1.5.2. Mecanismos de reparación: 
 Las células disponen de una serie de mecanismos de reparación surgidos a lo largo 
de la evolución para poder corregir todos los errores que sufre de manera natural o 
artificial, y de esta forma reducir el daño sobre el ADN (Wood, 1996). En la tabla 9 se 
muestran los mecanismos más importantes, así como los tipos de daños que corrige, los 




ellos son la ubicuidad (en todas las células), redundancia (varios en la misma célula), 
complejidad (muchos elementos que se pueden intercambiar entre los distintos métodos), 
eficiencia (no llegan ninguno al 100%), variabilidad funcional (los mecanismos actúan de 
manera diferente según la célula), homología interespecífica (han sido conservados a lo 
largo de la historia). 
 
Tabla 9: Mecanismos de reparación. 
Mecanismo Genes implicados Tipo de error  Patología 
Reparación directa  Codifican para 
Fotoliasa y MGMT 
Daños comunes: 






Escisión de Bases 
(BER) 














Reparación de bases 
mal apareadas 
(MMR) 




gástrico y de 
endometrio 
Recombinación 
homóloga (HR) y 
Unión de extremos 
no homólogos 
(NHEJ) 
Genes que codifican 
para Mre11, Rad50, 
Nbs1, RAD51, 




oxidantes y drogas 
antitumorales 
Varios tipos de 
cáncer 
Reparación de rotura 
simple 
Genes que codifican 
para XRCC1, PARP-1 
  
    
 
1.5.2.1. Reparación directa 
Este mecanismo no tiene la intervención ni de la ADN-polimerasas ni nucleasas. En 
este tipo de reparación participa una enzima la 6-M-Guanina-metil transferasa (MGMT). 
Esta enzima se posiciona en la zona del daño, en concreto, sobre la metilación que ha 
sufrido la base guanina (Sedwick, 2004) y transfiere el grupo metilo de la guanina a su 
centro activo. El problema de este tipo de reparación es que la enzima queda inactiva una 
vez usada. Se ha comprobado que en cierta variedad de tumores hay un aumento de la 
producción por parte de las células tumorales de esta proteína (Baer, 1993) (Fig. 33). 
Otro daño que recupera este tipo de reparación son los dímeros de pirimidinas 
producidos por la radiación UV. En el caso de procariotas y vegetales la enzima que 
participa es una fotoliasa (PHR) (Fig. 34). Esta enzima es capaz de detectar el dímero y 
repararlo con ayuda de Adenina Flavina Dinucleotido (FAD) (Hitomi, 2012). Además se 
conoce su activación tras una exposición a UV. En vertebrados se han detectado enzimas 
similares a PHR.   





Fig. 33: Actividad de 6-M-Guanina-metil transferasa (MGMT). MGMT activada atrapa el grupo metilo 




Fig. 34: Actividad de fotoliasa (PHR). 
 
1.5.2.2. Reparación por escisión de bases (BER) 
Este mecanismo es esencial para el mantenimiento celular. En el participa el 
complejo Repasoma, el cual está formado por una glicosidasa entre otras proteínas. Se han 
descrito 11 tipos diferentes de glicosidasas (Christmann et al, 2003); un ejemplo es la UDG 
(uracil-ADN glucosidasa) cuya función es la eliminación de los grupos uracilos. También en 
el complejo respasoma se encuentran la proteína HAP1 (AP endonucleasa humana), la 
polimerasa β y una Ligasa. 
El proceso de reparación comienza con el reconocimiento de la base dañada y su 
eliminación a través de la rotura del enlace glucosídico entre la base y el azúcar a través de 
una glicosidasa, liberando la base. Una vez roto el enlace, HAP1 es capaz de reconocer el 
hueco creado y se une a una fosfodiesterasa para cortar el enlace fosfodiester del azúcar, 
dejando ya un hueco completo.  A continuación la ADN polimerasa se une al hueco 
formado y comienza a añadir nuevos nucleótidos. Por último, la ADN-ligasa sellará la unión 
de la hélice. (Christmann et al, 2003). (Fig. 35). 
Se conoce que está implicado en esta vía de reparación el gen p53, ya que en 
células dañadas por el MMS se observa una mayor recuperación del daño causado en las 






Fig. 35: Mecanismo de reparación por escisión de bases (BER) 
 
1.5.2.3. Reparación por escisión de nucleótidos (NER) 
Este método de reparación se suele usar para daños inducidos por UV como son los 
dímeros de pirimidinas, intrastrand-crosslinks, etc, (Friedberg, 2001; Hanawatl, 2001). 
En él participan unas 20 proteínas diferentes, la deficiencia de alguno de los genes 
implicados en esta ruta provoca entre otras enfermedades Xeroderma pigmentosa, 
tricotiodistrofia, síndrome de sesibilidad a UV  (Vermeulen et al, 1997). Se pueden 
encontrar dos vías de reparación por escisión de nucleótidos:  
-GGR (Reparación Genómica Global): es independiente de la transcripción, 
elimina lesiones en los dominios no transcritos del genoma y en las hebras 
no transcritas de las regiones transcritas. 
-TCR (transcripción-complejo reparación): se relaciona con la expresión de 
genes y la transcripción.  
El desarrollo de las dos vías con las proteínas implicadas se representan en la figura 
36, (Christmann et al, 2003). A groso modo ambas vías funcionan de manera similar a lo 
explicado en el apartado de escisión de bases. Primero se produce la detección, 
posteriormente la eliminación, resintesis de una nueva región y por último ligación de la 
nueva cadena. La diferencia es que la escisión es de una región más amplia de la hebra.  





Fig. 36: Mecanismo de reparación por escisión de nucleótidos (NER): Reparación Genómica Global 
(GGR), y Reparación por Complejo de Transcripción (TCR). 
 
1.5.2.4. Reparación de bases mal apareadas (MMR) 
Se trata de un mecanismo de reparación que es empleado para la eliminación de 
desaminaciones, oxidaciones, metilaciones y errores de replicación (Modrich y Lahue, 
1996). Los errores no sólo son de origen espontáneo sino también pueden ser debido a 
sustancias químicas y radiaciones. Entre los principales errores de bases que se eliminan 
destacan las uniones de G/T, G/G A/C y C/C (Fang y Modrich, 1993). 
El mecanismo consiste en el reconocimiento de la base modificada, para lo que 
participan los complejos de proteínas Mut. La discriminación que hacen los complejos Mut 




por la no ligación de la nueva hebra (Thomas et al, 1991), mientras que otros autores 
piensan que es debido a los complejos de unión entre ATP/ADP (Gradia et al, 1999). En E. 
Coli se ha observado que el mecanismo de reconocimiento es a través de la metilación de la 
hebra madre en la adenina en posición 6 (Lodish et al, 2000) 
En la figura 37, se representa el mecanismo de reparación y las proteínas implicadas 
en él.  
 
Fig. 37: Mecanismo de Reparación de bases mal apareadas (MMR).  (Christmann, 2003) 
 
1.5.2.5. Reparación de rotura doble 
La rotura doble es uno de los daños más importantes que ocurren en la célula, es el 
daño que produce mayor cantidad de efectos a nivel cromosómico y muerte celular (Lips y 
Kaina, 2001; Hoeijmakers, 2001).  
Existen dos formas de reparación posibles para este tipo de daño: Recombinación 
Homologa (HR) y Unión de Extremos no Homólogos (NHEJ), el uso de una u otro depende 
del organismo. Según indica Cromie et al (2001) y Haber (2000), los organismos eucariotas 
superiores usan principalmente como mecanismo de reparación la unión de extremos no 
homólogos; mientras que eucariotas inferiores (levaduras) el mecanismo más empleado es 
la recombinación homóloga. También la elección de una u otra vía también depende del 
momento del ciclo celular, siendo más común el uso de NHEJ en las fases G0/G1 y HR en las 
fases S y G2 (Johnson y Jasin, 2000). 
  




a) Recombinación Homologa (HR) 
Este mecanismo de reparación consiste en la búsqueda de una 
secuencia homologa en el genoma para sintetizar la zona dañada a partir de 
ella. Suele utilizarse en eucariotas cuando se produce el daño por radiación 
en la fase G2. Este mecanismo de reparación es considerado libre de error. 
En esta vía participa el gen BRCA2 (Martin et al, 2005) y también los genes 
Rad (51 (a, b, c, d), 52, 54, 57 y 59).  
Existen tres modelos de reparación por recombinación homóloga: 
SDSA (síntesis dependiente de hibridación de hebras), DSBR (reparación 
rotura doble de la hebra) y SSA (hibirdación hebra simple). El mecanismo de 
SSA suele realizarse cuando aparece la rotura flanqueada por secuencias 
repetidas (Lok, 2012). Y también el empleo de uno u otro depende de la 
fase del ciclo celular, es más frecuente DSBR en células en estado meiótico, 
mientras que en células somáticas la más común es la SDSA (Bray y West, 
2005).   
En general el mecanismo de DSBR consiste en el reconocimiento de 
la rotura, posteriormente se produce el procesado para generar un extremo 
3’ en una hebra. Tras generar el extremo 3’, se une Rad 51 para la invasión 
de la hebra homologa formando un D-loop. Una vez unida Rad 51 la ADN 
polimerasa desde el extremo 3’ comienza la síntesis. Después se forma un 
segundo extremo y se hace una unión Holliday. Y por último se produce la 
eliminación de la unión y la liberación de los complejos.  La diferencia con el 
mecanismo de SDS, es que en este no se forma una segunda unión Holliday, 




Fig. 38: SDSA y DSBR, recombinación homóloga: 
 
En la figura 39, se muestra el complejo de proteínas que participan 






Fig. 39: Recombinación Homóloga. (Christian et all, 2003) 
 
b) Unión de extremos no homologos (NHEJ) 
Este mecanismo de reparación no necesita buscar una secuencia 
homologa en el genoma, tan solo une los extremos de la hebra sin sintetizar 
nada nuevo. Este mecanismo se considera reparación con error, ya que 
ocasiona la perdida de genes o secuencias de nucleótidos. Es el que más se 
usa puesto que no depende de la fase del ciclo celular en la que se 
encuentre la célula. Además, se puede recuperar la estructura de los 
cromosomas aunque se pierda información y se acumulen mutaciones en el 
genoma del organismo (Lieber, 2008).  
En la reparación están implicados al menos 5 genes que codifican para 
ku 70, Ku 80, DNA- PCKcs, Ligasa IV, Xrcc4 y XLF (Chistmann et al, 2003). Así 
como las proteínas ATM y ATR, que se activan y se unen a los extremos 
rotos, algunas además intervienen en la parada del ciclo celular. 
En la figura 40, se muestra el mecanismo de NHEJ. 





Fig. 40: Unión de extremos no homologos (NHEJ): (Christimann, 2003).  
 
1.5.2.6. Reparación de rotura simple 
La reparación de este tipo de rotura se puede clasificar en dos: directa o de manera 
indirecta a través del mecanismo de reparación de escisión de bases (BER) (Caldecott, 
2004). 
En la figura 41 se desarrolla el mecanismo de reparación. En la vía indirecta las fases 
son: primero la ADN glicosilasa elimina la base dañada dejando un sitio sin base, a 
continuación el complejo APE1 genera un sitio AP (Fig. 41, a)). Después, la ADN Polimerasa 
reconoce el sitio AP y se une (Fig. 41, b)). Una vez unida la polimerasa comienza a sintetizar 
nucleótidos y repara el enlace fosfato (Fig. 41, c)). Para finalizar, ADN ligasa une la hebra 
con el nuevo nucleótido (Fig. 41, d)). Este es el mecanismo normal de reparación BER, pero 
si ocurre un error a nivel de unión de la formación de los sitios AP (a) o en la unión de 
polimerasa (c), se activará el complejo PARP. 
El mecanismo directo implica la acción del complejo PARP, el cual detecta la rotura 
de la hélice (Fig. 41, e)). Posteriormente este complejo activa a XRCC1, que se une y 
reemplaza a PARP (Fig. 41, f)). A continuación, el complejo de proteínas con actividad 
polimerasa comienza a sintetizar la nueva hebra (Fig. 41, g) y después la ADN ligasa une 





Fig. 41: Reparación rotura simple. Dos métodos según origen: indirecta o directa. 
 
  












































El efecto de los campos electromagnéticos sobre los seres vivos ha sido descrito en 
muchos estudios; pero dando resultados muy contradictorios en cuanto a su efecto,  
relaciones dosis-respuesta,  umbrales de exposición y mecanismos de interacción con los 
tejidos biológicos. Por lo que aún deja una puerta abierta para la realización de más 
análisis. 
El campo también se ha estudiado combinado con algunos otros agentes. Sin 
embargo no se han encontrado artículos en los que se empleen directamente MMS o 
Bleomicina junto con este agente. 
El efecto de la radiación de UVC se conoce bien sobre la molécula de ADN, pero no 
se conoce su efecto combinado con otros agentes físicos o químicos.  
Por otro lado tanto Bleomicina como MMS son dos agentes químicos cuya actividad 
sobre el ADN también ha sido bien descrita en la bibliografía. Ambos provocan rotura de la 
molécula de ADN, pero cada uno tiene una actividad distinta sobre él. Por un lado MMS su 
actividad es como agente alquilante, mientras que Bleomicina es considerado un 
radiomimético. Ambos agentes se han usado por si solos sobre el ADN. 
En  este trabajo se ha empleado la molécula de ADN directamente con el objetivo 
de evitar los mecanismos de reparación celular. Y así poder determinar el efecto de los CMP 
(1,5 mT, 25 Hz), MMS, Bleomicina y UVC, solos o en distintas combinaciones.  
 
2.1.1.  Justificación del uso de ADN genómico, Marcador HL-I y ADN del 
fago T7 
Se decide el empleo de ADN genómico de S. cerevisae y no el organismo completo 
para evitar los mecanismos de reparación intrínsecos en la célula; ya que el objetivo es la 
medición del daño sobre la molécula de ADN y el empleo de organismos vivos supondría 
tener en cuenta los mecanismos de reparación intrínsecos, los cuales pueden enmascarar 
los resultados. 
También se emplean otros dos tipos de ADN: ADN marcador HL-I y fago T7. Se trata 
de dos tipos de ADN más estables genéticamente y que pueden obtenerse de manera 
comercial, lo que requiere menos manipulación y presenta una mayor homogeneidad en 
los resultados.  
 
2.2. Objetivos 
2.2.1.    Objetivos generales 
Los objetivos generales del presente trabajo son: 
-Evaluar el efecto de la exposición a CMP y agentes genotóxicos sobre la 
degradación del ADN. 
-Estudiar la sensibilización del ADN por UVC frente al daño genotóxico 
inducido por MMS. 
  




2.2.2.  Objetivos específicos 
-Determinar si la exposición a CMP durante un tiempo prolongado produce 
daño en la molécula de ADN. 
-Estudiar la degradación del ADN provocada por MMS y Bleomicina, así 
como evaluar el efecto epigenético en combinación con CMP. 
-Estudiar el posible efecto sensibilizador del ADN, mediante irradiación por 
UVC, frente a la degradación provocada por MMS. 
-Evaluar distintos modelos de ADN (genómico, marcador y fago T7) para su 




































3.1. Laboratorio  
El laboratorio de Radiobiología, donde se ha realizado este trabajo, se encuentra 
situado en el Departamento de Radiología y Medicina Física, Oftalmología y 
Otorrinolaringología de la Facultad de Medicina de la Universidad de Málaga.  
El laboratorio consta de una única estancia con 7 zonas diferentes de trabajo. 
- Área de cultivo e incubación. 
- Zona de lavado y esterilización. 
- Zona de preparación del material, medios de cultivo y reactivos. 
- Zona de Biología Molecular. 
- Zona de fotodocumentación. 
- Área de trabajo polivalente. 
- Área de generación de Campo Electromagnético. 
En la figura 42, se representa la división de las distintas zonas que presenta el 
laboratorio de Radiobiología. 
 
Fig. 42: Plano del laboratorio de Radiobiología. 1) Zona de Cultivo; 2) Área de lavado y esterilizado; 3) 
Zona de preparación de medios de cultivos y reactivos; 4) Área de Biología Molecular; 5) Área de foto 
documentación; 6) Zona multiusos; 7) Zona de campo electromagnético. 
 
En la figura 43, se muestran las dos zonas de cultivo del laboratorio. En ella es 
donde se realiza la preparación de los cultivos y su posterior incubación. También es donde 
se lleva a cabo la exposición a UV, puesto que son necesarias para ello unas condiciones 
elevadas de asepsia. Toda la zona se encuentra en la parte más alejada de la puerta y 
separada por mamparas, lo que evita las corrientes de aire. No se encuentra en una 
habitación separada, como es lo deseado, debido al pequeño tamaño del laboratorio. A 
ambos lados de la estancia se encuentran dispuestas las cabinas de flujo laminar. Se 
dispone de dos cabinas verticales diferentes, clase II tipo A1 y B1, una de ellas con salida de 
aire filtrado al exterior.  Situado en medio de las dos cabinas se encuentran la incubadora 
de CO2 y la estufa de cultivo. Se dispone de una serie de muebles auxiliares para el 
almacenaje de material fungible de uso rutinario, así como de: baño termoestático, 
microscopio invertido de contraste de fases y microscopio convencional. 






Fig. 43: Vista parcial de la zona de cultivo: A) Cabina de flujo laminar B1;  B) Área de incubación y 
C) Cabina de flujo laminar A1. 
 
Al otro lado de la mampara se sitúa la zona de lavado y esterilización. Está 
compuesta por: autoclave, fregadero, grifo, estufa de secado, purificador de agua 
desionizada, microondas, frigorífico y congelador (-25ºC). También es el lugar donde se 
almacena todo el material fungible (vidrio estéril), (Fig. 44). 
 
 
Fig. 44: Vista parcial de la zona de lavado y esterilización. A) Microondas y estufa. B) 





En el centro de la estancia se encuentra una mesa de trabajo, la cual se encuentra 
organizada en dos áreas. La primera área se encuentra cerca del acceso al laboratorio y 
cuenta con todo lo necesario para realizar la preparación de reactivos, medios de cultivo y 
soluciones no estériles (pH-metro, agitador magnético, balanza y reactivos de uso 
continuado). Debajo de la mesa de trabajo se ha dispuesto un área de almacenaje de 
células en un termo de N2 líquido, (Fig. 45). 
 
 
Fig. 45: Área de preparación del material, medios de cultivo y reactivos. A) 
Agitadores magnéticos; B) Balanzas de precisión; C) Reactivos; D) Termo de N2 
líquido E) pH-metro. 
 
En el lado opuesto de la mesa de trabajo, se encuentra el área de Biología 
Molecular. En esta zona se realiza la preparación de geles, electroforesis, así como la 
extracción y purificación del ADN genómico. Aquí se encuentran el equipo de electroforesis, 
reactivos para biología molecular, micropipetas, centrifuga de sobremesa y termoblock, 
(Fig. 46). 
 Frente a la zona de Biología Molecular, se dispone otra área de trabajo donde se 
encuentra un equipo automático para el recuento de colonias, un ordenador de sobremesa 
y una cámara de extracción de gases.  Esta distribución aparece mostrada en la imagen de 
la figura 47, A).  
 





Fig. 46: Imagen parcial del laboratorio, área de Biología Molecular: A) Zona de 
electroforesis; B) Zona de extracción de ADN; C) Centrifuga de sobremesa. 
 
Por último se encuentra la zona de tinción de geles, (Fig. 47, B)). Esta zona está 
separada del resto, ya que es el área de trabajo con Bromuro de Etidio (BrEt). No se 
encuentra en otra habitación debido al tamaño del laboratorio, pero está bastante aislado 
del resto. Como se aprecia en la figura 47,B), en esta región se encuentran una cubeta de 
tinción y un equipo de fotodocumentación compuesto por: transiluminador de luz 
ultravioleta, cono para crear una zona de oscuridad y soporte para el sistema fotográfico. El 
trabajo que se realiza en esta área siempre debe de realizarse con guantes de nitrilo, así 
como todos los residuos almacenados y etiquetados para su posterior eliminación sin 
mezclarse con el resto de residuos del laboratorio.  
   
 
Fig. 47: A) Equipo automático para el recuento de colonicas. B) Zona de tinción y 






Por último en el laboratorio también se encuentra una zona dedicada a la 
exposición a CM. Está compuesta por un generador de Campo Magnético Pulsado 
(Pulsatron, CEM-84), y por un generador de Campo Magnético Sinusoidal con dos bobinas 
Helmholth, así como equipos accesorios, (Fig. 48). 
 
 
Fig. 48: Área de generación de Campos Electromagnéticos. 
 
El almacenamiento de los productos químicos se realiza en armarios de seguridad. 
En el laboratorio de Radiobiología se dispone de un armario específico para productos 
químicos inflamables y otro para corrosivos. 
 
3.2. Material y equipos 
En la Tabla 10 se detallan los equipos, material fungible, reactivos y medios que se 
han empleado para la realización de la presente tesis.  
  




Tabla 10: Equipos y material fungible utilizados 
 
EQUIPOS MATERIAL FUNGIBLE REACTIVOS Y MEDIOS 
Cabinas de flujo laminar vertical Matraces (250 y 500 ml) TBE 
Campana de extracción de gases 




Balanzas de precisión 
Espectrofotómetro 
Vortex 




Equipo de electroforesis 
Sistema de fotodocumentación de 
geles (transiluminador, cámara 
fotográfica y cono oscuro) 
Ventilador convencional 




Lámpara de luz UV-C 
Estufa de secado 
Autoclave 
Equipo filtración de agua tipo II 
Frigorífico y congelador -32 ºC 
Microondas 
Termo N2 líquido 
Agitador orbital 
Software análisis de imagen 
Tubos de ensayo (10 ml) 
Perlas de vidrio 
Eppendorf (0,5 y 2,5 ml) 
Pipetas y puntas  
Guantes 
Probetas 
Asa de Platino 
Placas Petri 
Medio de cultivo YPD 
Agarosa 
EDTA (Tris/Cl ácido 
etilenodiaminotetradectico) 
Triton X 100 









DNA Ladder HL-I 
Fago T7 
Agua destilada tipo II 
 
 
3.3. Fuentes de ADN 
En los ensayos realizados se emplearon tres tipos diferentes de ADN, para de esta 
forma observar si existen diferencias de estabilidad entre ellos.  
3.3.1. ADN genómico de levadura 
El ADN genómico que se empleó fue extraído de la cepa haploide S. cerevisae 
WS8105-1C. El genotipo de esta cepa se encuentra descrito (MATα RAD HDF ade2 arg4-17 
trp1-289 ura3-52).  Estas células fueron cedidas por la Dra. Anna A. Friedl (Radiobiological 
Institute, Ludwig-Maximilians-Universität, Munich, Alemania). 
3.3.2. ADN del marcador de peso molecular 
Se han utilizado dos tipos de  marcadores comerciales: 




Se trata de un marcador comercial, cuyo tamaño molecular es de 
10000 pb. Se encuentra fragmentado en tamaños de pb que van desde 




-1 Kb Blue DNA LADDER 
También, al igual que el anterior, su banda molecular mayor tiene 
un tamaño de 10000 pares de bases. Pero la diferencia es el tipo de 
fragmentado que posee, el cual va desde 10000 a 300 pb, como se muestra 
en la figura 50. (Bioron., Alemania). Este marcador no se analizó su 
degradación. Sólo se empleó como control en los geles de electroforesis. 
 
 
Fig. 50: Patrón de bandas del marcador comercial 1Kb Blue DNA LADDER. 
 
3.3.3. ADN del Bacteriófago T7 
El fago T7 presenta un ADN lineal que posee 39936 pb de longitud, (Bioron. 
Alemania).Codifica 55 proteínas. 
Fig. 49: Patrón de bandas del marcador molecular HL-I. 




Se obtiene comercialmente tras ser aislado de una cepa de E. coli infectada. La 
concentración del stock es de 0,2 a 0,5 mg por ml. La concentración de uso recomendada 
por el laboratorio que lo suministra es de 1 microgramo por línea. 
 
3.4. Agentes químicos 
3.4.1. MMS  
Se trata de un agente genotóxico alquilante, cuya actividad ha sido ampliamente 
demostrada sobre los anillos nitrógenados de las bases púricas (Barnek, 1999). El resultado 
final es la formación de bases mal apareadas y fragmentación del ADN. En la bibliografía 
consultada se considera también como un agente radiomimético (Korgh, 2004). 
En el presente trabajo se utilizó MMS procedente de la casa comercial Sigma. 
Los análisis realizados se separaron en dos grandes bloques, atendiendo a sí se 
empleó sólo MMS o se combinó con otros agentes. En todos ellos la molécula de ADN se 
expuso directamente, para de esta forma evitar los mecanismos de reparación intrínsecos 
que poseen los organismos vivos y que enmascaran el efecto que estos agentes ocasionan 
sobre la molécula de ADN.  
En el primer bloque de ensayos se pretendió determinar una curva dosis-respuesta 
de la actividad de este agente químico sobre la molécula de ADN. Esta curva serviría para 
determinar las dosis más adecuadas para posteriores estudios en los que se combinó MMS 
con otros agentes (CMP y UV). Para realizar las curvas dosis-respuesta se emplearon 
distintas dosis de genotóxico y diferentes tiempos de exposición.  
Tras la obtención de las curvas dosis-respuesta, se procedió a realizar un segundo 
bloque de ensayos, los cuales consistieron en comprobar el efecto combinado de MMS con 
otros agentes. En concreto fueron estudiadas combinaciones con CMP y UVC. Al igual que 
en el anterior bloque se analizaron distintas dosis y tiempos.  
3.4.2. Bleomicina  
La Bleomicina es un agente genotóxico englobado dentro del grupo de agentes 
radiomiméticos, puesto que actúa de manera similar a las radiaciones ionizantes. Esta 
característica fue la razón principal por la que se escogió como el segundo agente 
genotóxico a estudiar. Su mecanismo de acción consiste en la creación de radicales libres, 
los cuales reaccionan con la molécula de ADN provocando su fragmentación (Obe, 2010). 
En concreto se analizó el efecto de Bleomicina cedida por el Dr. David Vilardell, de 
Mylan pharmaceuticals (Mylan pharmaceuticals. Sl. Barcelona. España). La concentración 
del stock fue de 15 UI.   
Igual que con el anterior genotóxico, se realizaron dos grupos de ensayos distintos 
para comprobar la actividad de Bleomicina sobre la molécula de ADN. En todos ellos se 
analizó la actividad directa sobre el ADN, evitando los mecanismos de reparación celular 
que podrían enmascarar el efecto. 
En el primer bloque se analizó el efecto de Bleomicina sobre la molécula de ADN. De 
esta forma se pudo determinar una curva dosis-respuesta. Para ello se emplearon 
diferentes dosis de Bleomicina en distintos tiempos. Estos experimentos sirvieron para 






En el segundo bloque se pretendió determinar la existencia de un efecto 
potenciador de Bleomicina sobre el ADN mediante exposición a CMP. Se analizaron distintas 
dosis y tiempos y se actuó directamente sobre la molécula de ADN, evitando los 
mecanismos de reparación celular. 
 
3.5. Agentes físicos 
3.5.1. Campo Magnético Pulsado 
El sistema de exposición empleado es el equipo Pulsatrón, CEM-84/J;J&J 
Electromedicina; Málaga España (Ruiz-Gómez y Martínez-Morillo, 2005).  
Este sistema consta de dos solenoides de 15 cm x 10,5 cm que se encuentran 
conectadas en serie (tipo Helmholtz). Las bobinas se encuentran en el mismo eje, separadas 




Fig. 51: Equipo generador de Campo Magnético Pulsado. Pulsatron, CEM-84/j; 
J&J Eléctromedica; Málaga, España. En la zona de la izquierda se muestra como 
son colocadas las muestras. Y en la derecha el sistema generador y controlador 
del CMP. 
 
Este sistema genera pulsos rectangulares y variables de 25 Hz de frecuencia y  1,5 
mT de intensidad. Estos son los valores máximos posibles que puede llegar a generar este 
sistema.  En la bibliografía estudiada se observó que este tipo de onda es la empleada en 
los estudios realizados por Li y Chow (2001), en él se analizó el efecto de 1,2 mT sobre un 
plásmido. 
En la figura 52, se muestran las ondas generadas durante 3 milisegundos, repetidas 
en 15 pulsos rectangulares. Cada pulso mantiene una amplitud de 100V durante 180 µs y 
0V durante 20 µs (Ruiz-Gómez et al, 2002; Ruiz-Gómez y Martinez-Morillo, 2005). 






Fig. 52: Gráfica de la onda que genera 15 pulsos de 25 Hz. 
 
Teniendo en cuenta la ley de inducción de Faraday se define que un campo  
magnético variable en el tiempo provoca que el campo eléctrico no sea uniforme en su 
distribución en el espacio. Para explicar este hecho emplea la siguiente formula: 
 
= La fuerza electromotriz inducida (V) 
E= campo eléctrico en V/m 
dl= elemento infinitesimal del circuito 
B= Campo magnético (T) 
 
Si se considera un contorno circular (c) de radio r, y coaxial con las bobinas y 
paralelo entre sí, se puede asumir que el campo magnético es homogéneo en la superficie 
(S) dentro del contorno según la siguiente formula: 
 
En las frecuencias bajas usadas el campo magnético es proporcional a la intensidad 
de la corriente que fluye a través de las bobinas (ley de Biot-Savart) y por tanto, dB/dt es 
proporcional a di/dt. 
Usando la misma fórmula se visualizó y midió la fuerza electromotriz inducida en el 
aire entre las bobinas a través de una bobina circular, usando para ello un osciloscopio y 
tomándose para 3 radios diferentes. El valor cualitativo obtenido se corresponde con las 
ondas obtenidas por di/dt en un circuito R-L, tal como fue desarrollado en el estudio 
realizado por Ruiz-Gómez et al (2002). La forma de onda fueron pulsos que disminuyeron 
exponencialmente a 0 V, positivo en intervalos correspondientes a 180 µs, que es cuando el 




Una vez evaluados los pulsos positivos y negativos de la intensidad de la fuerza 





Las mediciones se realizaron con bobinas de radios 2, 3, y 4 cm. Los resultados de 
campo eléctrico fueron 0,5, 0,7 y 0,8 V/m para pulsos positivos y de 2,98, 3,82 y 2,98 V/m, 
para los mismos pulsos, pero con valores negativos.  Sin embargo estos valores no se 
corresponden con los valores de campo eléctrico en los ensayos con ADN, ya que el ADN fue 
expuesto en tubos eppendorf y con otras sustancias, provocando que estos valores de pico 
de campo eléctrico se vieran modificados. Pero en cambio la forma de la onda del campo 
eléctrico no se vio afectada. 
El campo eléctrico efectivo (Ee) fue medido a través de bobinas de captación, 
colocadas dentro de cada pocillo de una placa de 24 pocillos en total. Los resultados 
obtenidos para Ee variaron desde 65 hasta 260 mV/m durante el pulso positivo 
(correspondiente a la porción de 180 µs) y de 650 a 1600 mV/m en la zona de pulso 
negativo (correspondiente a los 20 µs entre pulsos rectangulares), dependiendo de la 
ubicación espacial de cada uno. La distribución espacial del campo magnético generado por 
las bobinas fue debida a los componentes verticales del campo magnético.  
Los experimentos se realizaron con 1,5 mT de intensidad pico y 25 Hz de frecuencia 
en diferentes tiempos (minutos, horas, días). Teniendo en cuenta que la exposición en días 
presentaba una relación de exposición de 8h/día. Estos tiempos fueron escogidos de 
manera arbitraria, pero teniendo en cuenta que se debían realizar tiempos de exposición 
cortos y largos. 
El valor del campo geomagnético en España es de 49,95 µT en la zona del estudio. 
Siendo 27,225 µT el componente horizontal de ese valor, y 33,20 µT el vertical, y 3º 5’ oeste 
la declinación magnética. Estos valores fueron medidos por el Instituto Geográfico Nacional 
(Madrid) (www.ign.es). El campo magnético de fondo medido en el laboratorio donde se 
llevaron a cabo los experimentos fue de 0,68µT, tomándose como ruido de fondo. 
Las muestras expuestas se dispusieron en tubos eppendorf, colocadas dentro del 
sistema de tal forma que se encuentren todas a una misma distancia del centro. Como se 
muestran en la figura 53. 
 
Fig. 53: Diagrama de la colocación de las muestras en el CMP.  




3.5.2. Radiación Ultravioleta C 
El otro sistema físico estudiado como agente tóxico sobre la molécula de ADN fue la 
radiación UVC. Para realizar estos experimentos se empleó una lámpara de luz UVC 
fluorescente germicida (Osram, S.A. Sylvania G30W-T8, Japón). Esta lámpara presenta 30 W 
de potencia, (8 W de UVC (253,7 nm)) y 0,22 W/m2 de intensidad. La densidad de energía 
aplicada fue de 50 J/m2. Esta lámpara fue calibrada usando un radiómetro de ultravioleta 
UV203 (Macam, Scotland, UK). En la figura 54, se muestra el sistema de exposición. 
 
Fig. 54: Sistema de exposición a ultravioleta C. Se colocó en el interior de una 
cabina de flujo laminar. Las muestras se colocaron a 22 cm de distancia de la 
lámpara. 
 
La exposición se realizó a una distancia de 22 cm de la lámpara. Esta distancia fue la 
escogida para la colocación de las muestras en las exposiciones realizadas. 




De esta forma se determinaron los siguientes valores de exposición para las 
muestras de ADN que se muestran en la tabla 11. 
 
Tabla 11: Dosis de UVC aplicadas: 








Unas dosis similares de UVC han sido utilizadas por Dicarlo et al (1999), en concreto 
en sus estudios se emplearon 30 y 45 J/m2; Wang et al (1999) empleó  la dosis de 20 J/m2; y 
Ruiz-Gómez y Martínez-Morillo (2005) emplearon dosis entre 6 y 59 J/m2. 
3.5.3. Efecto térmico, control de la temperatura 
Se analizó el efecto de la temperatura sobre la estabilidad de la molécula de ADN. 
Este estudio pretendió determinar cuál era la temperatura más indicada para la realización 
de los experimentos.  
Es muy importante conocer el efecto térmico sobre el ADN porque las bobinas del CM 
generan calor que se transfiere al aire y pueden llegar a calentar las muestras, pudiendo 
llegar a dar falsos positivos en las muestras expuestas a campo si no se controla la 
temperatura. 
 
3.6. Cultivo de levaduras 
Las células de S. cerevisae fueron cultivadas en medio líquido compuesto por 
extracto de levadura, peptona y dextrosa (YPD): 1% extracto de levadura, 2% Peptona, 2% 
dextrosa (Difco, Becton Dickinson and Co. Sparks, MD, USA) (Siede et al, 1996; Friedl et al, 
1998; Ruiz-Gómez et al, 2010) 
Las células fueron cultivadas durante 48 horas en una estufa a 30ºC. Las primeras 
24 horas fueron cultivadas en un matraz con 10 ml de medio; transcurrido ese tiempo se 
añadieron 65 ml más de medio y se incubaron 24 horas más en constante agitación (300 
r.p.m.) a 30º C (Fig. 55).  
 
 
Fig. 55: Cultivo celular en agitación  dentro de estufa a 30ºC 
 
3.7. Cuantificación de la densidad celular 
Después del cultivo, se procedió al contaje del número de células por mililitro 
presentes en el matraz, midiendo densidad óptica por espectrofotometría (Fig. 56). 
Para ello se recogió 1 ml de la suspensión contenida en el matraz y se diluyó a una 
concentración 1/10 con agua destilada. Para la medición se utilizaron cubetas de plástico de 
1 cm de grosor y 1 ml de capacidad. Se midió absorbancia o densidad óptica a 600 nm 
(DO600). A esa longitud de onda la relación entre el número de células y DO600 es lineal. De 
tal forma que un valor de absorbancia de 0,1 indica que hay 3 x106 células por ml.   




Con los valores de absorbancia obtenidos se procedió a calcular el número de 
células por ml presentes en el matraz. Después de obtener los valores por ml también se 
calcularon los resultados en el matraz completo, teniendo en cuenta que las muestras 
medidas eran diluciones 1/10. 
Los valores que se tomaron como adecuados para poder realizar la extracción del 
ADN, fueron alrededor de 1,2 x 108 células/ml. 
 
 
Fig. 56: Espectofotómetro. 
 
3.8. Extracción de ADN 
El ADN genómico ha sido extraído siguiendo el protocolo descrito por Hoffman y 
Winston (1987), en el cual se emplea fenol-cloroformo para la extracción y etanol para su 
precipitación.  
Transcurrido el tiempo de cultivo y después de comprobar que el número de 
células/ml se encontraba dentro de una cantidad óptima (1,2 x 108 células/ml), usando para 
ello espectofotometría, se procedió a la extracción.  
El volumen de cultivo se repartió en tubos de ensayo de 10 ml. Después estos tubos 
se centrifuaron a 3000 rpm durante 5 minutos, de esta forma las células sedimentaron y se 
pudo eliminar el medio de cultivo fácilmente.  
Una vez sin medio de cultivo, se llevó a cabo la primera fase de extracción, lisis 
celular. En esta fase el pellet (las células) fueron resuspendidas en 200 µl de tampón de lisis, 
compuesto por:  
-10 mM Tris/Cl ácido etilen-diaminotetra-acético (EDTA) a pH 8  
-0, 2 % Triton X-100 
-1 % Sulfatolauril (SDS)  




Los tubos de ensayo una vez resuspendido el pellet con la suspensión de lisis, se 
traspasaron a eppendorf de 2,5 ml y se les añadieron 0,3 g de perlas de vidrio (0,45 mm de 
diámetro) y 0,2 ml de alcohol phenol-cloroformo-isoamilico (25:24.1). A continuación estos 
eppendorf sufrieron un doble proceso de agitación compuesto por las siguientes fases: 
vortex a 1400 r.p.m. durante 3 minutos y centrifugación a 13000 r.p.m. durante 5 minutos. 
En estos momentos de extracción los eppendorf presentaban tres fases 
diferenciables a simple vista: fase acuosa (compuesta por ADN), fase blanquecina 
(proteínas) y por último fase con perlas de vidrio (restos celulares). La fase superior es 
extraída y traspasada a un nuevo eppendorf estéril. Los eppendorf iniciales sufren una fase 
de purificación, para ello se les añadió 0,1 ml de Tris/Cl-EDTA 1 mM y de nuevo un proceso 
de agitación: 2 minutos de vortex a 1400 r.p.m. y 3 minutos de centrifugación a 13000 r.p.m. 
Transcurrida la cetrifugación los eppendorf volvieron a presentar tres fases diferentes por lo 
que nuevamente se extrajeron sus fases acuosas y  se añadieron a los eppendorf anteriores. 
De esta forma se consigue recuperar más cantidad de ADN de la que inicialmente se 
consiguió extraer.   
Una vez obtenidas las fases acuosas comenzó la fase de precipitación. En esta fase 
se añadió 1 ml de etanol 100% en cada eppendorf, y se volvieron a centrifugar (13000 r.p.m. 
durante 2 minutos). Pasado este tiempo se retiró el sobrenadante quedando solo el pellet 
en los eppendorf. Al añadir etanol se eliminaron el resto de proteínas que aún pudieran 
contener las muestras.  
La última fase consistió en la eliminación de ARN y purificación del ADN. Para ello el 
pellet se resuspendió con una solución compuesta por: 50 µg/ml RNAsa  y  0,3 ml de Tris/Cl 
EDTA a pH 8, Los eppendorf fueron puestos en un termoblock, a 65 °C, durante 10 minutos. 
Pasado este intervalo de tiempo se añadió 0,1 ml de Amonio Acetato 10N y 1 ml de etanol 
100% y se centrifugaron a 3000 r.p.m. durante 2 minutos, retirándose el sobrenadante al 
final. 
Para finalizar la extracción se realizó un nuevo lavado al pellet con 1 ml de etanol al 
70%, y posteriormente se dejaron secar a temperatura ambiente. A continuación fueron 
resuspendidos en 25  µl Tris/Cl-EDTA a pH 8. Por último fueron conservados en Control 4°C a 
4 °C hasta su utilización.  
 
3.9. Análisis del daño al ADN 
3.9.1. Electroforesis 
Para evaluar el daño al ADN se empleó la electroforesis en gel de agarosa. Debido a 
que han sido varios los tipos de ADN utilizados se emplearon varias concentraciones de 
agarosa: 
-1% de agarosa: Este gel está compuesto por 2 g de agarosa y 200 ml de TBE 
(0,5 X Tris-borate (EDTA). Esta concentración está indicada para separar 
muestras de ADN de tamaños de 500-10000 pb (Westermeier, 1997).   
-0,8% de agarosa: la composición fue de 1,6 g de agarosa y 200 ml de TBE 
(0,5 X Tris-borate (EDTA). En experimentos como el realizado por Fekete a et 
al (2005), se usaron dos tipos de agarosa, alcalina y normal, en ambos  a 
una concentración de 1%. En nuestro caso tras varios estudios previos se 
determinó que la concentración más adecuada del gel de agarosa era de 
0,8%. Esta concentración podía permitir ver las tres configuraciones que se 
buscaban del fago T7.  
  




Respecto al voltaje y el tiempo también fueron distintos dependiendo del tipo de 
ADN analizado: 
-En todos los experimentos con ADN marcador y ADN genómico se usaron  
80V durante 100 minutos.  
-En los experimentos de fago T7 la exposición fue en dos fases, una primera 
fase 15 V durante 15 minutos y la segunda 60 V durante 160 minutos.   
En todos ellos se utilizó una cubeta de electroforesis para geles de 15 cm (Fig. 57). 
 
 
Fig. 57: Sistema de electroforesis.  
 
La tinción del gel se realizó posterior a la electroforesis durante 30 minutos en una 
cubeta de tinción que contenía 300 ml de TBE al 0,5% y 100 µl de bromuro de etidio (BrEt) 
10mg/ml. Las características que posee BrEt son dos, por un lado se intercala en la molécula 
de ADN y por otro al exponerse a luz ultravioleta (U.V.) emite fluorescencia roja-anaranjada. 
Esta señal es 20 veces mayor cuando se encuentra intercalado en la cadena de ADN.   
Tras la tinción el gel se procedió a su visualización a través de un transiluminador de 
luz UV, usando un cono oscuro (Fig. 58), y se tomó una fotografía del gel. La cámara 
fotográfica utilizada fue Nikon coolpix5000. A esta cámara se le añadieron la siguiente 
combinación de filtros y objetivos: tubo UR-E55, Filtro BG 39, rubber sleeve, Filtro 041. 
Estos filtros UR-E55 y 041 permiten visualizar la fluorescencia emitida por el bromuro de 





Fig. 58: Zona de tinción y fotodocumentación de geles de electroforesis. En ella se 
aprecia las siguientes partes: 1) Soporte para la cámara fotográfica; 2) lámpara de 
luz UV; 3) Cubeta de tinción; 4) Cono negro. 
 
La fotografía obtenida fue tratada posteriormente con un programa de tratamiento 
de imágenes, dando como resultado imágenes en escala de grises. Estas imágenes ya 
pudieron pasar a ser analizadas a través de GelAnalyzer 2010a freware.  
3.9.2. Análisis de imagen 
Una vez obtenida la fotografía en formato .jpg y en escala de grises, ésta fue 
analizada mediante de GelAnalyzer 2010a freware. 
A través de este programa se obtuvieron curvas para cada experimento, una curva 
por cada calle del gel analizado. Cada curva representa intensidad de la señal (píxeles) 
frente a distancia en el gel. Los valores de intensidad medidos bajo toda la curva se tomaron 
como valores de cantidad de ADN total. Además las curvas se dividieron en distintas zonas 
según el modelo de ADN: 
- Ensayos con ADN marcador:  
Se midieron los valores de intensidad para cada una de las bandas del 
marcador. Para ello se marcó el área de cada una de las bandas del 
marcador, tomando como referencia siempre la curva de bandas del ADN 
marcador usado como control (muestra sin tratamiento).  
  




- Ensayos con ADN genómico:  
La intensidad de la señal se dividió en dos: 
-Zona ADN no dañado: Área comprendida entre pocillo y 10000 pares 
de bases (pb), empleándose la banda del marcador control de 10000 
pb para marcar el límite de esa región.  
-Zona ADN dañado: Área comprendida entre los 10000 pb y el final 
del gel, utilizando la banda más pequeña del marcador como límite 
inferior.  
- Ensayos con Fago T7: 
La intensidad se dividió en 3: 
-Zona de conformación lineal: Área debajo del pocillo. 
-Zona de conformación enrollada: Área comprendida entre zona lineal 
y 10000 pb. 
-Zona de degradación: Área menor o igual a 10000 pb hasta el final, 
utilizando la banda más pequeña del marcador como límite. 
Con los valores de intensidad medidos, se procedió a realizar estudios gráficos para 
visualización de los resultados de una manera más fácil. En ellos se representaron los 
valores de intensidad como % de ADN, normalizándolos con los valores de sus controles. 
Para ello se dividieron las intensidades de cada muestra entre los valores obtenidos en los 
controles. 
En los experimentos con el Fago T7 se pudieron realizar además estudios 
estadísticos, ya que se disponía de varias repeticiones por grupo de análisis. Por tanto en las 
gráficas los valores que se representaron fueron valores medios y valores de error a través 
de la desviación estándar.   
 
3.10. Análisis estadístico 
En el experimento de CMP se realizó un estudio estadístico, en el que se analizó la 
desviación estándar teniendo en cuenta los resultados de tres experimentos 
independientes. Además se realizó un test paramétrico; Newman-Keuls, y análisis de la 
varianza, ANOVA. 
El otro análisis estadístico se realizó sobre los grupos de ADN genómico y ADN Fago 
T7 expuestos a UVC y MMS, durante tiempos largos. En este caso se realizó el cálculo de 
ANOVA inter-sujetos. Y se analizaron los grupos de UVC entre sí a través de pruebas post 
hoc, en concreto se realizó DMS.  
Estos análisis se realizaron a través del programa estadístico SPSS. 
 
3.11. Protocolo experimental 
Los experimentos realizados en este trabajo se dividieron en los siguientes grupos:  
3.11.1. Efecto de la temperatura sobre la estabilidad del ADN 
Este análisis se realiza para conocer  el efecto de la temperatura sobre la estabilidad 
de la molécula de ADN. Para ello se expusieron muestras de ADN genómico (12 µL) a 




varios, pero todos ellos largos (1, 6, 10 y 16 días). 
De esta forma se pudo  determinar si la temperatura era un parámetro a tener en 
cuenta como variante experimental; y conocer la temperatura más adecuada para realizar 
los experimentos.  
3.11.2. Exposición a Campo Magnético Pulsado (CMP) 
Este bloque de ensayos fue realizado para comprobar el efecto del CMP sobre la 
estabilidad de la molécula de ADN y poder determinar una curva dosis-respuesta.  
Se usaron dos modelos de ADN diferente, ambos fueron colocados en tubos 
eppendorf para su exposición. Se han usado controles por cada experimento. 
Los grupos expuestos a CMP fueron tratados con ondas de campo magnético de 25 
Hz,  con  picos de 1,5 mT, emitidas por el sistema de campo magnético pulsado Pulsatrón, 
CEM-84/J; J&J Eléctromedica; Málaga, España, durante 8 horas/día.  
Todas las muestras, tanto controles como tratadas, se expusieron a las mismas 
condiciones ambientales de humedad, tiempos de manipulación  y temperatura (23 °C), la 
cual era periódicamente medida con un termómetro convencional.  
Los grupos controles fueron dispuestos a 5 metros del equipo de campo magnético, 
una distancia, que según la medición realizada en el laboratorio, se consideraba suficiente 
para no provocar ningún efecto sobre los grupos control. 
Los tiempos de exposición fueron 1, 4, 8, 11 y 16 días, siendo tratadas las muestras 
de mayor a menor tiempo, para de esta forma poder realizar una única electroforesis en 
todo el ensayo. 
Para su visualización, se realizó una electroforesis usando gel de agarosa al 1%, a 80 
V durante 120 minutos, tras la cual el gel fue fotografiado.  
Además, la imagen fue analizada mediante GelAnalyzer 2010ª, dando como 
resultado valores de intensidad de la señal frente a distancia en el gel (como se indicó en el 
apartado de análisis de imagen). Con los datos obtenidos se  realizaron diferentes gráficos, 
para mostrar las diferencias entre las muestras expuestas a CMP y las no expuestas o 
control para cada uno de los tiempos estudiados.   
3.11.2.1. Exposición de ADN marcador a CMP 
  En este grupo experimental el ADN utilizado fue  10 µl de ADN comercial HL1.  
3.11.2.2. Exposición de ADN genómico a CMP 
Fueron empleados 12 µl de ADN genómico procedente de S. Cerevisae obtenido 
mediante extracción con phenol-cloroformo. 
3.11.3. Exposición a Metil-Metano-Sulfonato (MMS) 
En este bloque de ensayos se analizó el efecto  del agente químico MMS sobre la 
estabilidad de la molécula de ADN. Para ello se analizaron diferentes tiempos, dosis y el 
efecto de la temperatura sobre la actividad de MMS. También se analizó el efecto de la 
combinación de MMS con CMP. Se utilizaron además dos modelos de ADN: ADN genómico 
(12 µl) y ADN comercial HL-I (10 µl), para de esta forma conocer sí existe diferente 
estabilidad entre los modelos de ADN. 
Este bloque de análisis por tanto puede dividirse en cuatro grandes bloques, 
dependiendo de si se analiza el agente por si sólo ya sea sobre ADN genómico o ADN 
bacteriófago T7,  el efecto de la temperatura sobre la actividad del agente y la exposición 
combinada con CMP.   




3.11.3.1. Estudio del efecto de la temperatura sobre la actividad del 
MMS:  
  En este ensayo se estudió el efecto de la temperatura sobre la actividad de MMS. 
Para ello se expusieron las muestras de ADN genómico a dosis de MMS que demostraron 
efecto (como control positivo) y otras que no demostraron ningún efecto (como control 
negativo) y un valor intermedio, (0, 0,5 y 1%). El rango de temperatura escogido fue 
partiendo de temperatura ambiental hasta un valor elevado, pero que no produjera daño 
sobre el ADN en el tiempo estudiado (25, 30 y 40 °C). El tiempo de exposición a ambos 
agentes fue corto, tan solo 60 minutos, puesto que a ese tiempo se había demostrado que 
el MMS provoca un efecto en la dosis más elevada y las temperaturas analizadas no 
provocan daños sobre la molécula de ADN. 
3.11.3.2. Estudio del efecto de MMS sobre ADN marcador 
En este primer grupo se empleó como muestra de ADN el marcador HL1 (10µl). Los 
ensayos se dividieron en dos grupos, según el tiempo de exposición:  
- Tiempos cortos: En este grupo se expuso el ADN a 10, 15, 30, 15 y 60 
minutos.  
- Tiempos largos: La exposición se realizó durante 24, 48, 72 y 96 horas.  
En ambos grupos las dosis de agente genotóxico fueron en un rango muy amplio (0, 
0,001, 0,01, 0,1, 0,2, 0,3, 0,4, 0,5, 0,6, 0,8, 1, 1,2, 1,5 %). De esta forma se comprobó el 
efecto del agente genotóxico y se puedo establecer una curva dosis-respuesta, para poder 
determinar dosis adecuadas en los futuros experimentos. 
3.11.3.3. Estudio del efecto de MMS sobre ADN del Fago T7 
En este grupo experimental se analizó el efecto del MMS sobre ADN comercial del 
Fago T7. De esta forma se analizó el efecto del MMS sobre otro tipo de ADN. Para ello se 
realizó un ensayo con un rango de dosis de MMS (0, 0,03, 0,08, 0,1 0,2 %). El tiempo de 
exposición fue de 24 horas, ya que este tiempo había demostrado que era suficiente para 
provocar efecto sobre el ADN. 
Se realizaron tres repeticiones de cada muestra y de esta forma se pudo realizar un 
valor medio y una desviación estándar por dosis de MMS. 
Las condiciones ambientales fueron estables y controladas, todas las muestras 
estuvieron siempre a 30 °C en estufa.  
3.11.3.4. Exposición de ADN genómico a MMS y CMP 
Se analizó el efecto combinado del agente genotóxico MMS y el CMP, para 
determinar así, si el CMP incrementaba su efecto cuando se combina con MMS. Se empleó 
para ello ADN genómico (12 µl). 
Se usaron como controles negativos dosis de MMS que no habían demostrado 
efecto en las curvas hechas con anterioridad; controles positivos dosis que sí habían 
demostrado efecto, así como dosis intermedias (0, 0,2, 0,5, 0,8, 1 %). Los experimentos se 
dividieron en dos bloques dependiendo del tiempo de exposición: 
-Tiempos de exposición cortos: Exposición durante 15, 30, 45 y 60 minutos. 
- Tiempos de exposición largos: Exposición durante 24 y 48 horas.  
Las muestras se separaron en dos grupos experimentales: grupo Control, muestras 
expuestas sólo a MMS; y  grupo CMP, expuestas a MMS y CMP. Ambos grupos estuvieron a 




Además cada grupo poseía su muestra control (sin tratamiento de MMS).    
3.11.4. Exposición a Bleomicina 
En este apartado se analizó el efecto que el fármaco Bleomicina tiene sobre el ADN. 
El ADN usado en todos los ensayos fue ADN genómico (12 µl). Los grupos analizados fueron 
dos. En un primer grupo se analizó sólo el efecto de Bleomicina y en un segundo grupo se 
estudió la combinación de Bleomicina y CMP.  
3.11.4.1.  Estudio del efecto de Bleomicina: 
Se estudió el efecto de Bleomicina en un rango de dosis grande. Se realizó una 
división de los ensayos según los tiempos de exposición en: 
- Tiempo corto: En este primer grupo se analizó el efecto de la exposición a 
Bleomicina durante 60 minutos. Las dosis fueron: 0,015, 0,03, 0,045, 0,06, 
0,15, 0,075, 0,15, 0,3, 0,45, 0,6 UI/ml.  
- Tiempos largos: En este grupo los tiempos escogidos fueron más largos: 
24, 48 y 72 horas. Las dosis escogidas fueron: 0,015, 0,045, 0,15 y 0,45 
UI/ml. 
Con estos dos grupos experimentales se pudo determinar una curva dosis-respuesta 
y de esta forma conocer las dosis más adecuadas.  
3.11.4.2.  Exposición a Bleomicina y CMP 
En este bloque experimental se analizó el efecto combinado de Bleomicina con CMP 
y determinó sí existía una potenciación del efecto del CMP sobre el ADN en presencia de 
Bleomicina. Las muestras se dividieron en dos grupos de ensayo: Control, expuestas solo a 
Bleomicina; CMP, expuestas a Bleomicina y CMP. Además cada grupo presentaba un control 
(muestra no expuesta a Bleomicina). Todas las muestras, se realizaron al mismo tiempo y 
mismas condiciones ambientales (temperatura, humedad). De esta forma se evitaron 
errores de manipulación que pudieran hacer que el efecto de alguno de los dos grupos 
pudiera ser erróneo. Este análisis fue dividido en dos ensayos en función de las dosis de 
Bleomicina aplicadas. 
- Exposición a dosis altas de Bleomicina: Las dosis de Bleomicina fueron: 
0,015, 0,03, 0,045, 0,06, 0,15, 0,3, 0,45, 0,6 UI/ml. Y los tiempos de 
exposición fueron: 24, 48 y 72 horas.  
- Exposición a dosis bajas de Bleomicina: Las dosis utilizadas fueron: 
0,0015, 0,003, 0,0375, 0,0045, 0,006, 0,015, 0,03 UI/ml. Y los tiempos de 
exposición en este caso fueron dos: 24 y 48 horas. 
3.11.5. Exposición a UVC y MMS 
En este grupo de ensayos se analizó el efecto de la radiación UVC en combinación 
con otro agente como es el MMS, para así comprobar si existe o no un aumento en la 
degradación del ADN. 
Se hizo una primera gran división en dos bloques según el modelo de ADN: ADN 
genómico o ADN fago T7:  
3.11.5.1. Exposición de ADN genómico 
En este grupo de ensayos el ADN utilizado fue ADN genómico (12µl). A su vez este 
bloque fue dividido según los tiempos de exposición en tres:  
 




a) Exposición durante los mismos tiempos totales a MMS y UVC: 
En este grupo las muestras se les aplicaron la dosis de UVC y 
seguidamente se añadió MMS a las muestras, por tanto estuvieron 
expuestas un mismo tiempo total a ambos agentes. Los ensayos se 
agruparon según el tiempo total de exposición. 
-1 hora de exposición: 
El ADN genómico se vio expuesto durante un tiempo total de 1 hora 
a un amplio rango de dosis de MMS ((0, 0,5, 1, 1,5,  1,8, 2, 2,2 y 2,5 %); y 
UVC: 7 segundos (24,01 J/m2), 15 segundos (51,75 J/m2),  22 segundos 
(75,9 J/m2) y 30 segundos (103,5 J/m2). En este grupo algunas de las 
dosis fueron repetidas, lo que permitió realizar media y desviación 
estándar en algunos casos. 
-24 horas de exposición: 
En este bloque de ensayos las muestras se vieron expuestas a un 
tiempo total de 24 horas, a MMS (0,0, 0,05, 0,08, 0,1, 0,2, 0,3, 0,4, 0,5, 
0,8, 1 y 1,2 %) y a UVC (0, 7 (24,01 J/m2), 15 segundos (51,75 J/m2),  22 
segundos (75,9 J/m2) y 30 segundos (103,5 J/m2)). Al igual que 1 hora de 
exposición algunas dosis fueron repetidas, lo que permitió calcular 
valores medios y desviación estandar. 
-48 horas de exposición: 
 Se analizó el efecto de UVC (0, 7 (24,01 J/m2), 15 segundos (51,75 
J/m2),  22 segundos (75,9 J/m2) y 30 segundos (103,5 J/m2), y MMS  (0, 
0,01, 0,02, 0,05, 0,08, 0,1, 0,2, 0,3, 0,4, 0,5, 0,8, 1, 1,2 %), siendo en este 
caso el tiempo de exposición total 48 horas.  
b) Exposición previa a UVC y posterior a MMS:  
En este ensayo el ADN genómico primero se le aplico la dosis de UVC y 
las muestras permanecieron un tiempo de 24 o 48 horas en la incubadora, 
y en la última hora se les añadió a las muestras la dosis de MMS, siendo por 
tanto el tiempo total de UVC 24 o 48 horas y el de MMS 60 minutos.  Las 
dosis de MMS empleadas fueron dosis cuyo efecto ya era conocido (0, 0,5 y 
1 %) y las dosis de UVC en este caso sólo fueron dos (7 segundos (24,15 
J/m2) y 15 segundos (51,75 J/m2)). 
3.11.5.2. Exposición del ADN Fago T7: 
En este grupo de ensayos se empleó el ADN comercial del Fago T7. Se estudió el 
efecto combinado de MMS y UVC, de esta forma detectar si existe un aumento de la 
actividad al combinar ambos. Los experimentos se dividieron en dos bloques en función del 
tiempo de exposición total (24 o 48 horas). En los dos se analizaron las mismas dosis de 
UVC: 7, 15, 22 y 30 segundos (24,01, 51,75,  75,9 y 103,5 J/m2 respectivamente); pero las 
dosis de MMS fueron distintas en cada tiempo. En todos ellos las muestras se expusieron a 
UVC y seguidamente se les añadió la dosis de MMS, estando un tiempo total de 24 o 48 
horas.  
En todos ellos se realizaron repeticiones de las muestras, para así poder obtener 






a) Exposición 24 horas: 
En este primer tiempo de exposición fueron analizadas las dosis de 
MMS: 0, 0,03, 0,05, 0,08, 0,1, 0,2 %. Y se realizaron tres repeticiones 
por cada dosis.  
b)  Exposición 48 horas:  
En este grupo de ensayos se emplearon las dosis de MMS: 0, 0,03, 
0,05, 0,08 %. El número de repeticiones realizadas fue menor, sólo dos 
















































4.1. Efecto de la temperatura sobre la estabilidad del ADN 
 En este grupo experimental se pretendió analizar el efecto de la temperatura sobre 
la estabilidad en la molécula de ADN genómico procedente de levadura, S. Cerevisae. De 
esta forma se buscó determinar si la temperatura de exposición influía en los daños que la 
molécula podría sufrir en los distintos ensayos.  
 Los tiempos de exposición finalmente elegidos fueron 1, 6, 10 y 16 días; se 
escogieron esos tiempos ya que los experimentos a largo plazo rondarían como máximo 16 
días. Las temperaturas analizadas fueron 18, 30, 32, 35 °C, se trata de las temperaturas 
máximas y mínimas que puede llegar a alcanzar el laboratorio. 
 Se procedió a realizar una electroforesis en gel de agarosa al 1% durante 100 
minutos a 80 V, para la visualización del resultado de la exposición se tiñó con Bromuro de 
Etidio (BrEt). El resultado final fue la imagen de la figura 59. 
Fig. 59: Estudio del efecto de la temperatura (18, 30, 32 y 35 °C) sobre ADN genómico, durante 
diferentes tiempos (1, 6, 10 y 16 días). Electroforesis en gel de agarosa 1%, 100 min, 80V. M: 
marcador; N: Control 4°C. El gel se dividió en dos regiones: ADN no dañado> 10000 pb y ADN 
dañado < 10000 pb. 
 
 En la imagen se ve un aumento de la degradación del ADN al aumentar la 
temperatura de exposición, con un solo día de exposición se observó una gran degradación 
de la molécula de ADN en la temperatura 35°C. Por otro lado, también se pudo observar 
que la temperatura de 18°C (temperatura ambiental cercana a la del laboratorio) apenas 
provocó degradación de la molécula de ADN en los 16 días de exposición. Por lo que esta 
temperatura sería la adecuada para los ensayos.  
 Para comprobar dichos resultados  de manera gráfica, se realizó el análisis de la 
figura 59 a través de GelAnalyzer, véase Anexo (A.1.1).  
 Tras su análisis se obtuvieron valores de intensidad en cada una de las calles, los 
cuales correspondientes a la cantidad de ADN presente. Estos valores de intensidad se 




dividieron en dos zonas: ADN > 10000 pb (ADN no dañado), ADN ≤ 10000 pb (ADN dañado); 
y la suma de intensidad medida en toda la calle (ADN total), figura 60. En las gráficas se 
normalizaron los valores de intensidad con respeto a los medidos en la muestra control, 
muestra conservada a 4°C, representándolos en % de ADN respecto del control.  
 
Fig. 60: Estudio del efecto de la temperatura (18, 25, 30 y 35 °C) sobre ADN genómico. A) ADN no 
dañado; B) ADN dañado; C) ADN total. 
  
 En la primera gráfica, ADN no dañado (Fig. 60, A), se observa como la dosis de 18, 
30 y 32 °C apenas presentaron disminución al aumentar los días de exposición; mientras 
que en la dosis 35 °C sí se observó una diminución desde el día 1. Por tanto, se consideró 
que la temperatura que provoca daño significativo debe ser igual o superior a 35ºC. 
 Respecto al ADN dañado (Fig. 60, B), no se aprecian grandes variaciones entre las 
distintas temperaturas y días. Una explicación es que las cadenas mayores a 10000 pb (ADN 
no dañado), al degradarse pueden llegar a acumularse en esta zona del gel, ya que su 
degradación no llega a ser tan grande como para desaparecer del gel en la electroforesis. 
Por lo que, la intensidad medida en esta calle, puede incluso aumentar respecto del control. 
Pero el aumento que presenta no llega a ser muy significativo respecto al control, debido a 
que también parte de ellas han desaparecido en la electroforesis.  
 En la última gráfica, ADN total (Fig. 60, C), tampoco se apreciaron grandes 
diferencias, ya que la cantidad de ADN total prácticamente fue constante en todas las 
temperaturas y tiempos. Sólo destacó una pequeña disminución en  dosis de 35°C, en los 
últimos días de exposición. Esto viene a corroborar el hecho de que se produce una mayor 
degradación a esta temperatura que en el resto. Puesto que provoca una mayor rotura de 
la hélice de ADN, provocando que desaparezca parte del contenido de ADN del gel tras la 
electroforesis.  
 Como conclusión, se puede decir que las temperaturas comprendidas entre 18 y 




ADN hasta pasados más de 6 días. Y son necesarias temperaturas iguales o superiores a 
35°C, para que se produzca daños a causa de la temperatura desde el día 1. 
4.2. Exposición a Campo Magnético Pulsado (CMP): 
Este bloque de ensayos se dividió a su vez en dos grandes grupos, según el modelo 
de ADN expuesto. En el primer grupo de ensayos se analizó el efecto del CMP sobre un 
marcador molecular de ADN, en concreto HL-I. En el otro grupo las muestras expuestas 
fueron ADN genómico, para de esta forma intentar comprobar si alguno de los dos modelos 
de ADN era más sensible al efecto del CMP.   
4.2.1. Exposición ADN marcador a CMP 
En este primer grupo de ensayos se utilizaron muestras de ADN comercial HL-I, en 
concreto 10 µl. Este marcador presenta 9 bandas claramente diferenciadas, cuyo tamaño 
oscila entre 200 y 10000 pb. En este ensayo se formaron tres grupos: Control (muestras no 
expuestas a CMP), y CMP (muestras expuestas a CMP) y M (marcador 0 días). En concreto la 
dosis aplicada de CMP fue a 25 Hz, con picos de 1,5 µT, la cual es la máxima dosis que el 
equipo puedo generar. 
Todos los grupos permanecieron en las mismas condiciones ambientales de 
temperatura, tiempos de exposición y humedad. Los tiempos de exposición escogidos para 
este análisis fueron largos (1, 4, 8, 11 y 16 días). Transcurridos los distintos tiempos se 
procedió a realizar una electroforesis en gel de agarosa al 1% durante 100 minutos y 80 V. 
Tras la electroforesis se realizó una tinción del gel BrEt y se fotografió,  dando lugar a la 
imagen de la figura 61. 
 
Fig. 61. Exposición de ADN comercial HL-I a CMP (1,5 mT, 25 
 Hz), durante diferentes tiempos (1, 4, 8, 11 o 16 días). Control (muestras no 
expuestas a CMP); CMP (muestras expuestas a CMP); M: marcador control día 0. 
 
Al observar la imagen del gel no se apreció ninguna diferencia significativa entre las 
muestras Control y las expuestas a CMP. Tampoco se observaron diferencias entre los 
distintos días de exposición; las muestras expuestas durante 16 días a CMP presentaban el 
mismo aspecto que las expuestas durante 0 días y lo mismo ocurrió con las muestras del 
grupo Control. Con el resultado de esta imagen se determinó que no era necesario un 
análisis de imagen, puesto que a simple vista se pudo determinar que el CMP no producía 
ningún tipo de efecto sobre el ADN marcador HL-I. 




4.2.2. Exposición ADN genómico a CMP 
El segundo ensayo consistió en el análisis de la estabilidad de ADN genómico (12 µl) 
procedente de S. Cerevisae. Se escogieron, los mismos tiempos de exposición (1, 4, 8, 11 y 
16 días) y dosis de CMP (1,5 mT, 25 Hz, 8 h/día) que en el anterior ensayo. Para mostrar los 
resultados se procedió a la realización de electroforesis en gel de agarosa (1%, 100 min, 
80V). Transcurrida la electroforesis el gel fue teñido con BrEt y fotografiado, obteniéndose la 
imagen de la figura 62. 
 
Fig. 62: Exposición de ADN genómico, S. Cerevisae, a CMP (25 Hz, 1,5 mT) durante 
tiempos largos (1, 4, 8, 11 y 16 días). Tres grupos experimentales: Control (no 
expuesto), CMP (expuesto) y M (control 0 días). Se considera ADN No dañado ≥ 
10000 pb, ADN dañado < 10000 pb, respecto al ADN marcador. M: marcador. Gel de 
agarosa 1% (80 V, 100 min). 
 
En este gel se observó una degradación de las muestras de ADN con respecto al 
tiempo, tanto en las muestras del grupo Control como en las del grupo CMP. Pero se 
observaron diferencias entre ambos grupos. Al comparar los mismos tiempos de exposición, 
se apreció una mayor degradación en las muestras expuestas a CMP. Por tanto, con esta 
imagen del gel, se podría determinar que el CMP provocó un daño sobre el ADN genómico, 
y este daño se incrementó al aumentar los días de exposición.  
Posteriormente, la imagen de la figura 62, fue analizada a través del programa de 
análisis de geles, GelAnalyzer. Como resultado de este análisis se obtuvieron una serie de 
curvas, una por cada calle del gel, que representan la relación entre valores de intensidad 
de la señal (píxeles) frente a distancia en el gel de electroforesis. Las curvas fueron divididas 
en dos zonas, asumiendo de manera arbitraria lo siguiente, como se muestra en la figura 62:  
 Zona ADN dañado, correspondiente a la zona ≥ 10000 pb: En esta zona la intensidad 
de la señal medida se tomó como cantidad de ADN no dañado en la muestra.  
 Zona inferior (ADN dañado), correspondiente al resto de la curva < 10000 pb: La 
intensidad medida en esa zona se tomó como cantidad de ADN dañado en la 
muestra.  
En el Anexo (A.1.2.), se muestran las curvas generadas por GelAnalyzer.  
Con los valores obtenidos de intensidad de la señal (píxeles), se elaboraron dos 
tipos de gráficas. Por un lado, se realizó una gráfica de los valores de intensidad bajo toda la 
curva (ADN total), que fueron normalizados con los valores de intensidad de la muestra 
control en los mismos días (Fig. 63, A). Por otro lado, se realizó una segunda gráfica con los 
valores de intensidad en la zona marcada como ADN no dañado para la muestras Control y 
CMP (Fig. 63, B), los valores fueron normalizados respecto a la medida de intensidad del día 






Fig. 63: Estudio del efecto de CMP a diferentes tiempos sobre ADN genómico. A) % ADN total, normalizado 
respecto a las muestras control, tomando 1% el valor de las muestras control. P-0.002 ANOVA, para datos desde  
t-1 at-16.; B) % ADN no dañado, normalizado respecto a la muestra control, día 0 de cada grupo (CMP y 
Control). ADN no dañado se considera a los valores de intensidad por encima de 10000 pb. p-0,755 ANOVA, 
para datos desde t-1 a t-11. Los datos involucrados provienen de muestras repetidas en diferentes instantes 
temporales. Media ± SD  de tres experimentos independientes. p< 0,06 test Newman Keuls, para los datos del 
punto de 16 días. 
 
En el primer modelo de gráfica (A), aparece representado el % de ADN total 
normalizado con los valores de intensidad medido en las muestras control de los mismos 
días. En ella se puede apreciar claramente la aparición de una disminución en el % de ADN 
al aumentar los días de exposición, siendo más evidente en el día 16. En él se aprecia una 
disminución al 41,8 % de ADN (p=0,048; Newman-Keuls test; p=0,002 [F=49.561]. En el 
análisis de ANOVA el nivel de significación entre tratamiento-tiempo fue de 95 %.  
 En la segunda gráfica (B), se representó el % de ADN no dañado de las muestras de 
los grupos Control y CMP en diferentes días, normalizando su valor respecto a  la muestra 
día 0 (Control) de cada grupo. Se pudo apreciar una disminución en el % del día 16, siendo 
menor en el grupo Control que en el grupo CMP. Dando una disminución hasta 6,2± 3,1% 
las muestras no expuestas, mientras que las muestras expuestas a CMP presentaron una 
disminución hasta 0,3 ± 0,1% en el día 16. (p=0,045; Newman-Keuls test). El resto de días 
no presentaron una diferencia entre los grupos expuestos o no (p=0,755 [F=0,111] para el 
efecto principal y p=0,001[F=65,564] para la interacción; ANOVA). El nivel de significanción 
del ANOVA fue de 95%.  
Por tanto, el CMP en el día 16 se observa 20,7 veces más degradación del ADN > 
10000 pb (ADN no degradado) que el observado para ese mismo tiempo en las muestras no 
expuestas, por lo que el CMP provoca degradación del ADN genómico. 
 
4.3. Exposición a Metil Metano Sulfonato (MMS) 
El siguiente grupo de ensayos consistió en el análisis del efecto del agente 
genotóxico MMS sobre la molécula de ADN.  
4.3.1. Estudio del efecto de la temperatura sobre la actividad de MMS 
Este grupo experimental se realizó para determinar el efecto de la temperatura 
sobre la actividad de MMS. Los rangos de temperatura (25, 30 y 40 °C) fueron escogidos 




teniendo en cuenta la temperatura ambiental máxima a los que se pueden encontrar las 
muestras en condiciones experimentales. Las muestras fueron ADN genómico procedente 
de S. Cerevisae, 12 µl, y se analizaron sólo tres dosis de MMS (0, 0,5 y 1 %). El tiempo de 
exposición fue de 60 minutos.  
En la figura 64, se muestra el gel obtenido tras realizar el experimento, y posterior 
electroforesis (1% agarosa, 80V, 100 minutos) y tinción con BrEt. En la imagen, la dosis de 1 
% de MMS provoca la rotura total de la hebra de ADN en todas las temperaturas analizadas, 
ya que no se aprecia la banda de ADN. Además también se observó en la dosis de 0,5 % de 
MMS que el ADN genómico mostró muy poca degradación en todas las temperaturas.  Por 
tanto a simple vista no se pudieron apreciar grandes diferencias debido a las temperaturas 
de exposición en las dosis de MMS aplicadas.  
 
Fig. 64: Estudio del efecto de la temperatura sobre la actividad de MMS. ADN 
genómico expuesto a diferentes temperaturas (25, 30 y 40 °C) y diferentes dosis 
de MMS (0, 0,5 y 1 %). Imagen de gel de electroforesis, 1% de Agarosa, a 80V 
durante 100 min. 
 
Para obtener más información de esta imagen se realizó el análisis a través del 
programa GelAnalyzer, obteniéndose como resultado los perfiles que se muestran en el 
Anexo (A.1.3.).  
 Posteriormente, a partir de esos perfiles, se obtuvieron las curvas de la figura 65. 
Los valores medidos en la zona >10000 pb, se consideraron valores de intensidad de ADN 
no dañado, realizando con ellos la gráfica de % de ADN no dañado (Fig. 65, A). Los medidos 
en la zona ≤ 10000 pb, dieron lugar a la gráfica de % de ADN dañado (Fig. 65, B). Por último 
en la tercera gráfica, ADN total, (Fig. 65, C), se representó el valor total de intensidad 





Fig. 65: % de ADN genómico expuesto a MMS (0, 0,5 y 1%) respecto del Control (no expuesto a 
MMS), agrupados según la temperatura de exposición (25, 30 y 40 °C). A) % ADN no degradado 
(>10000 pb). B) % ADN degradado (< 10000 pb). C) % ADN total (cantidad de ADN bajo toda la curva). 
 
En la primera gráfica ADN no dañado (Fig. 65, A), se muestra  un efecto más claro 
de la temperatura sobre la actividad de MMS que el observado en el gel. Se obtiene una  
disminución en el % de ADN mayor al aumentar la temperatura, sobre todo en la dosis 1% 
MMS, la cual presento una diminución de 0,4 % el contenido de ADN. En la gráfica de ADN 
dañado (Fig. 65, B), se pudo corroborar la deducción anterior, puesto que al aumentar la 
temperatura para la misma dosis de MMS el  % de ADN aumentó. Este aumento fue debido 
a que el ADN al degradarse se fue acumulando en la zona inferior a 10000 pb. Con respeto a 
la gráfica de ADN total  (Fig. 65, C) no se pudo observar una relación tan clara entre dosis de 
MMS y temperatura. 
Con todos estos resultados se concluye que la temperatura provoca que la actividad 
de MMS se vea alterada, y esta actividad es mayor conforme aumenta la temperatura.  
Como el tiempo de exposición fue pequeño, el efecto de la temperatura por sí sola fue 
poco, necesita más de 1 día para determinar efecto como se observa en los grupos 0 MMS. 
Además al comparar las distintas dosis de MMS se observa también un aumento del efecto 
al aumentar la dosis, siendo 1% MMS el que muestra mayor efecto, además de un efecto 
más lineal entre temperatura y daño. 
4.3.2.  Estudio del efecto de MMS sobre ADN marcador 
Se expusieron las muestras de ADN marcador HL-I (10 µl) únicamente al agente 
genotóxico para así realizar una curva dosis-respuesta, y además conocer las dosis más 
adecuadas para posteriores experimentos. Éstos se dividieron según los tiempos de 
exposición en dos: tiempos cortos y tiempos largos. En todos ellos la temperatura de 
exposición fue la misma, 25 °C. 
  




4.3.2.1.  Tiempos cortos 
En este grupo las concentraciones de MMS fueron altas, partiendo de la dosis 0,5 % 
(0, 0,5, 0,8, 1,0, 1,2, 1,5 %), ya que los tiempos escogidos fueron cortos (15, 30, 45 y 60 
minutos). Éstas se escogieron  para poder estudiar un rango más amplio de concentraciones 
Una vez realizado el experimento, las muestras se analizaron mediante 
electroforesis (100 min, 80V, 1% agarosa) y teñido con BrEt, dando como resultado la 
imagen del gel de la figura 66.  
En la figura 66 se observó claramente cómo las dosis superiores a 0,5 % MMS 
presentaron una disminución de intensidad en las bandas del marcador, comenzando a 
desaparecer el patrón de bandas típico del marcador. Además se pudo apreciar, 
comparando mismas dosis de MMS para los distintos tiempos de exposición, que al 
aumentar los tiempos el efecto de degradación era cada vez mayor. 
 
Fig. 66: Estudio del efecto  sobre ADN marcador hiperladder I (HL-I) de diferentes concentraciones de 
MMS (0, 0,5, 0,8, 1 12, 1,5 %) durante tiempos cortos de exposición (15, 30, 45 y 60 minutos).Gel de 
electroforesis (1% agarosa, 100 min, 80V).  M: marcador 
 
Una vez obtenida la imagen del gel, se procedió a su análisis mediante GelAnalyzer, 
obteniéndose  una curva de intensidad (píxeles) frente a distancia en el gel, para cada una 
de las calles (Anexo: A.1.4.). 
 Las curvas fueron divididas en cada una de las bandas del marcador y así se pudo 
medir la variación del % de intensidad para cada tamaño de banda, (Fig. 67). Con el valor 
obtenido bajo toda la curva se realizó el segundo modelo (Fig. 68), en el cual se representó 
en % de ADN total en la calle del gel. Además, para realizar estas gráficas, los valores de 
intensidad medidos se representaron en % de ADN, normalizándolos con los Controles (0% 
MMS) de cada grupo.  
El primer modelo de gráficas (Fig. 67), corresponde a las cuatro bandas del 
marcador (10000, 5000, 1000 y 200 pb). En ellas aparece representando el % de ADN según 





   
 
Fig. 67: Estudio del efecto de MMS sobre ADN marcador HL-I, A) 10000 pb, B) 5000 pb, C) 1000 pb y 
D) 200pb pb. Se representa el % de ADN respecto al control frente a dosis MMS (0, 0.5, 0.8, 1, 1.2, 
1.5 %) en 4 tiempos de exposición (15, 30, 45 y 60 minutos). 
 




En este primer modelo de gráficas (Fig. 67), se observó que la dosis de 0,5 % MMS 
era capaz de provocar una degradación sobre el ADN desde los primeros 15 minutos de 
exposición, mostrándose en todos los tamaños de bandas del marcador. Además se pudo 
observar en la banda de 10000 pb una disminución de % de ADN mucho mayor que el 
presentada en la banda 200 pb, mostrándose una diferencia entre ambas de 0,20 % para el 
tiempo 15 minutos y la dosis 0,5% MMS. Esto es debido a que al degradarse las bandas de 
mayor tamaño en fragmentos más pequeños, estos se fueron acumulando en las zonas de 
las bandas menores, provocando un enmascaramiento de la degradación sufrida por las 
bandas pequeñas. 
 Por otro lado, también se observó un aumento de la dosis de MMS provocó una 
mayor degradación de la molécula de ADN. Mostrando una diferencia de 0,5 entre la dosis 
0,5 % MMS y la 1,5 % MMS, para la banda de 10000 pb tras 60 minutos de exposición. 
 Respecto a los distintos tiempos, no se ve claro su efecto, excepto para 60 minutos 
donde sí hubo diferencia clara. Una posible explicación es que los tiempos de exposición 
escogidos fueron demasiado parecidos como para provocar una diferencia de daño 
apreciable con la técnica de medición empleada.   
El segundo modelo de gráfica que se representó fueron los valores de intensidad 
bajo toda la curva (ADN total), frente a dosis de MMS para cada uno de los tiempos 
estudiados, (Fig. 68). Los valores de intensidad se expresaron normalizados en % de ADN 
respecto a los valores de los controles (0% MMS).   
 
 
Fig. 68: Estudio del efecto de MMS (0, 0,5, 0,8, 1, 1,2, 1,5 %) sobre ADN marcador HL-I en distintos 
tiempos (15, 30, 45 y 60 minutos). Gráfica: % de  ADN total, respecto a las muestras control 0 % 
MMS.  
 
En la gráfica se destaca la tendencia a disminuir el % de ADN total al aumentar la 
dosis de MMS, cosa que ocurre en todos los tiempos analizados (Fig. 68). Al analizar cada 
uno de los tiempos por separado, 60 minutos fue el que presentó una tendencia más clara 
en la disminución del % de ADN al aumentar las dosis de MMS. Además este tiempo 








































disminución de la cantidad de ADN con respecto al control de 0,8 % de ADN en la dosis 1,5 
% MMS.   
A modo general se observa que de las dosis aplicadas, el tiempo 60 minutos parece 
presentar una mayor relación entre la cantidad de MMS y el daño provocado en el ADN. 
Disminuyendo en la dosis 1,5% de MMS hasta un % de ADN del 0,2 %. También hay que 
destacar respecto a las distintas bandas del marcador, las bandas de mayor tamaño son las 
que presentan una mejor relación dosis-respuesta.   
Con todo ello se concluye que el tiempo de exposición que muestra más diferencias 
es 60 minutos y las bandas de 10000 o 5000 pb, en las dosis de MMS analizadas, son las que 
muestran mejor efecto. Así como, la degradación se aprecia desde la dosis 0,5% MMS. 
4.3.2.2.  Tiempos largos 
En este ensayo se analizaron los efectos de diferentes dosis de MMS (0, 0,001, 0,01, 
0,1 y 0,5 %) sobre el ADN marcador HL-I, durante tiempos largos de exposición (24, 48, 72 y 
96 horas).  
Una vez transcurridos los tiempos de exposición, se procedió a realizar 
electroforesis en gel de agarosa (100 minutos, 80 V, 1% agarosa) y teñido del gel con BrEt, 
para poder visualizar el daño provocado por MMS, dando como resultado la figura 69. En 
ella se pudo observar una degradación de las bandas de ADN para la dosis 0,5% MMS, 
apareciendo menos intensidad en esa dosis en todos los tiempos. Además se apreció que el 
tiempo también era importante, apareciendo mayor degradación al aumentar los tiempos 
de exposición, y detectándose una mayor disminución de la intensidad en los tiempos de 72 
y 96 horas.  
 
 
Fig. 69: Estudio del efecto de MMS (0, 0,001, 0,01, 0,1 y 0,5 %) sobre ADN marcador HLI, en 
tiempos largos de exposición (24, 48, 72 o 96 horas). Gel de electroforesis (1% agarosa, 100 min, 
80V). M: marcador. 
 
  




Para comprobar mejor el daño mostrado en la imagen del gel (Fig. 69), se procedió 
a realizar su estudio mediante el programa de análisis de geles, GelAnalyzer. El resultado 
fueron curvas en las que se representaba intensidad (píxeles) frente a distancia. Las curvas 
obtenidas se dividieron a su vez en cada una de las bandas del marcador (Anexo: A.1.5.). 
Estas curvas muestran una disminución de los valores de intensidad al aumentar las dosis 
de MMS y los tiempos de exposición.  
Una vez obtenidas las curvas para cada calle del gel, se realizaron dos modelos de 
gráficas. Por un lado, se representaron los valores de intensidad obtenidos para cada una de 
las bandas de marcador, y por otro los valores de ADN total (valores medidos bajo toda la 
curva).  
En la figura 70, aparece el primer modelo, se representa el % de ADN respecto a 
dosis de MMS, agrupados por tiempo de exposición; se representaron solo 4 tamaños de 
banda 10000, 5000, 1000 y 200 pb. Éstos tamaños de banda se escogieron por ser las 
bandas de mayor y menor tamaño (10000 y 200 pb) y las de tamaño intermedio (5000 y 
1000 pb) del marcador. En todas las gráficas los valores de intensidad (cantidad de ADN) 
aparecen normalizados en % respecto a los valores medidos para el mismo tamaño de 
banda en la muestra control (no expuesta). En estas gráficas se observó una disminución 
igual a la observada a simple vista en los geles (Fig. 69). 
En la figura 70, se observó una variación en el % de ADN en todas las bandas del 
marcador de la dosis 0,5 % de MMS. Apareció también una relación clara entre el tiempo y 
la degradación obtenida en esta dosis; mostrando una mayor disminución del % de ADN al 
aumentar los tiempos de exposición. Por ejemplo, la dosis 0,5% de MMS se observó en 24 
horas una disminución de 0,4% de ADN respecto al control y a 96 horas disminuyó un 0,9% 
el ADN respecto a su control para esa misma dosis de MMS. El resto de dosis de MMS 
también muestran degradación pero muy pequeña, no disminuyendo más del 0,2 % el 
contenido de ADN. 
También se detectó una mayor disminución del % de ADN en las bandas de 
marcador de mayor tamaño que las medidas en las bandas menores. Por ejemplo, se 
observó que mientras la banda 10000 pb presentaba una disminución del 0,9% de ADN para 
la dosis 0,5% de MMS en el grupo 96 horas,  la banda de 200 pb, para esas mismas dosis de 
MMS y tiempo, sólo presentó una disminución de 0,5% de ADN. La explicación de este 
hecho pudo ser que la degradación sufrida en las bandas de mayor tamaño no fuera tan 
grande como para escapar del gel tras la electroforesis, por lo que quedaban en la región 
inferior del gel. Por tanto en la gráfica de 200 pb se muestra un % de ADN que es la suma 
del ADN no degradado de esa banda más el ADN de regiones superiores que ha sido 







Fig. 70: Estudio del efecto sobre ADN HL-I de MMS (0, 0,001, 0,01, 0,1, 0,5 %) durante diferentes 
tiempos (24, 48, 72, 95 horas). Gráfica % de ADN respecto a la muestra control (no expuesta); A) 
ADN 10000 pb; B) ADN 5000 pb; C) ADN 1000 pb y D) ADN 200 pb. 




El segundo modelo se realizó con los datos de intensidad total medidos bajo toda la 
curva (ADN total), (Fig. 71). En ella se representaron los valores de intensidad normalizados 
en % de ADN total respecto los controles, para cada una de las dosis de MMS, y agrupadas 
según tiempo de exposición. La tendencia más clara de esta gráfica se observó en la dosis 
0,5 % de MMS. En ella se apreció una diferencia de degradación entre los cuatro tiempos de 
exposición, siendo mayor al aumentar los tiempos de exposición. Se midió una disminución 
del 0,2  % de ADN en el grupo 24 horas en la dosis 0,5 % MMS, mientras que para esas 
mismo tiempo y dosis de MMS en los grupos 72 y 96 horas la disminución del % de ADN fue 
alrededor de 0,8 %.  
 
 
Fig. 71: Estudio del efecto de MMS (0, 0,1, 0,2, 0,3, 0,4, 0,5 %) sobre ADN marcador HL-I, en 
diferentes tiempos (24, 48, 72, 96 horas). Gráfica % de ADN Total respecto de los controles (0% 
MMS).  
 
Como conclusión, la dosis más efectiva sobre el ADN marcador HL-I fue de 0,5 % 
MMS. Las demás dosis también presentaron degradación, aunque menor. Las dosis 
menores de 0,5 % MMS presentaron valores cercanos al 1 y sin apenas diferencias en los 
distintos tiempos de exposición.  
Por otro lado, en la dosis de 0,5 % MMS se aprecia más claramente la influencia del 
tiempo sobre la actividad de MMS sobre el ADN marcador, presentando un % de ADN total 
de 0,2 % en los tiempos 72 y 96 horas de exposición, mientras que 24 horas presentó un 
valor de % de ADN de 0,8% y 0,5 % de ADN el de 48 horas. 
Además también se pudo concluir que las bandas de marcador más representativas 
del daño sufrido tras una exposición a MMS son las de mayor tamaño; ya que las bandas 
pequeñas pueden dar falsos negativos porque en ellas se suma ADN dañado de las bandas 
superiores.  
4.3.3. Estudio del efecto de MMS sobre ADN del fago T7 
En este estudio se analizó la sensibilidad que presenta el fago T7 al agente 
genotóxico MMS. Se han expuesto 10 µl de ADN del fago T7, a distintas concentraciones de 









































Tras el ensayo se realizó una electroforesis en gel de agarosa 0,8% en dos fases (60 
minutos a 15 V y 160 minutos a 60 V) y posterior tinción con BrEt, dando como resultado la 




Fig. 72: Análisis del efecto de diferentes concentraciones de MMS (0, 0,03, 0,08, 0,1, 0,2 %) sobre 
ADN fago T7, expuesto durante 60 minutos. Electroforesis en 0,8 % de agarosa en dos fases: 15 
minutos a 15 V y 160 minutos a 60 V. M: Marcador. N: Control a 4 °C. 
 
En la imagen de la figura 72, se apreció una pequeña degradación de la zona lineal 
en la dosis 0,03% MMS. Las dosis 0,08, 0,1 y 0,2 % MMS mostraron una mayor degradación 
tanto en la zona lineal como enrollada, perdiendo así la forma de banda original y 
apareciendo una franja de intensidad difusa a lo largo de toda la calle del gel. Además, en el 
caso de la dosis de 0,2% MMS se aprecia una menor intensidad de banda en toda la calle, 
es decir, menos cantidad de ADN. Con esta imagen del gel se puede concluir que las dosis 
superiores a 0,08 % de MMS provocan la degradación completa del ADN del fago T7, 
mientras que dosis menores generan una menor degradación. 
Para comprobar mejor la actividad que se mostró en el gel, se procedió a su análisis 
a través de GelAnalyzer, dando como resultados los perfiles de curvas mostrados en el 
Anexo (A.1.6.).  
Con los valores de intensidad medidos tras su análisis con GelAnalyzer para cada 
una de las calles del gel se procedió a realizar cuatro modelos de gráficas, dividiendo las 
curvas obtenidas en tres zonas. Dos de las gráficas (ADN lineal y ADN enrollado) 
corresponden a las dos conformaciones que presenta el fago T7, en la tercera (ADN 
dañado) se muestra la región ≤ a 10000 pb, y en la cuarta (ADN total) se realizó con los 
valores de intensidad de toda la curva. Los % de ADN representados son valores medios de 
las tres repeticiones por dosis de MMS, ± SD. (Fig. 73). 






Fig. 73: Estudio del efecto de MMS (0, 0,03, 0,08, 0,1, 0,2 %) sobre ADN del  fago T7 durante 60 
minutos de exposición. A) % ADN lineal; B) % ADN enrollado; C) % ADN dañado; D) % ADN total. Los 
valores de ADN se presentan normalizados en % respecto a los valores de intensidad medidos en la 
muestra control (no expuesta), Los valores representan la media ± SD de tres repeticiones.  
 
En las gráficas (Fig. 73), al igual que ocurrió en el gel, se observó una disminución en 
el % de ADN al aumentar  las dosis de MMS, siendo el % de ADN medido menor en las 
gráficas A) y B) (ADN lineal y ADN enrollado respectivamente) que en las gráficas de ADN 
dañado y ADN total. Debido a que el ADN degradado de las zonas lineal y enrollado se fue 
acumulando en la región inferior. En el caso de la gráfica de ADN lineal el valor de % de 
ADN medio para la dosis 0,2% de MMS fue de  0,1, ± 0,03 SD; ADN enrollado presentó para 
esas mismas dosis un valor de % de ADN medio de 0,004, ± 0,002 SD. Y en cambio, la gráfica 
de ADN dañado el valor de % de ADN para esa dosis de MMS fue de 1,13, ± 0,09 SD. La 
explicación es que parte del ADN de las regiones superiores al ser fragmentado en bandas 
de tamaño más pequeño se va acumulando en esta región y por eso se ve aumentado con 
respecto al control. Además en la gráfica de ADN dañado, se muestra un pico en la región 
de 0,08% MMS.  
Las regiones de estudio más indicativas del efecto de MMS sobre el ADN del Fago 
T7 pueden ser por tanto, la región lineal y enrollada, presentando ambas una mejor 
relación dosis respuesta. Llegando a ser cercano al 0% la cantidad de ADN en las dosis 








4.3.4. Exposición de ADN genómico a MMS y CMP. 
El siguiente bloque de estudio de MMS consistió en su análisis junto con el CMP. El 
análisis se dividió a su vez en 2 bloques, según el tiempo de estudio. En el primer análisis se 
observó el efecto combinado de MMS y CMP sobre ADN genómico en tiempos cortos de 
exposición (15, 30, 45 y 60 minutos). Y en el segundo grupo experimental, los tiempos 
fueron más largos (24 y 48 horas). En todos ellos las muestras de ADN procedieron de S. 
Cerevisae.  
4.3.4.1. Tiempos de exposición cortos: 
Las dosis de MMS fueron 0, 0,2, 0,5, 0,8 y 1 % y los tiempos de exposición 15, 30, 45 
y 60 minutos. Transcurridos esos tiempos se realizó el análisis del resultado a través de 
electroforesis en gel de agarosa (1% de agarosa, 100 minutos a 80V) y tinción con BrEt, 
dando como resultado las imágenes mostradas en la figura 74. 
 
 
Fig. 74: Estudio del efecto de MMS (0, 0,2, 0,5, 0,8 y 1 %) y CMP (25 Hz, 1,5 mT), sobre ADN 
genómico, durante distintos tiempos. A) 15 minutos de exposición; B) 30 minutos de exposición; C) 
45 minutos de exposición y D) 60 minutos de exposición. Aparecen los grupos: Grupo Control (ADN 
solo expuesto a MMS), Grupo Control 0 (0% MMS) y Grupo CMP (ADN expuesto a MMS y CMP), 
Grupo Control CMP (0% MMS). Para el análisis el gel fue dividido en dos zonas: > 10000 pb (ADN no 
dañado) y ≤ 10000 pb (ADN dañado). M: marcador. 
 
Al observar los 4 geles a la vez y comparar las mismas dosis de MMS en los distintos 
tiempos, se apreció una degradación del ADN genómico a dosis bajas de MMS (0,2 y 0,5 %) 




en los tiempos mayores (45 y 60 minutos); mientras que esas mismas dosis de MMS no 
mostraron degradación en los tiempos más cortos (15 y 30 minutos).  
Por otro lado al comparar los grupos Control y CMP la diferencia que se detectó en 
el gel 60 minutos de exposición fue muy pequeña, ya que se midió una alta degradación en 
ambos. En el caso de 30 y 45 minutos sí se apareció una pequeña diferencia entre ambos 
grupos, presentando mayor degradación los grupos CMP en la dosis 0,5 % de MMS. Y por 
último en el tiempo de 15 minutos, sí que se aprecia a simple vista una clara diferencia 
entre Control y CMP, mostrando más degradación el grupo CMP para las mismas dosis de 
MMS (0,5 y 0,8 %).  
Para corroborar el efecto presentado en el gel, su imagen fue analizada con 
GelAnalyzer. Con los datos de intensidad medidos el programa realizó una serie curvas de 
intensidad frente a distancia, para cada una de las calles del gel (Anexo: A.1.7.). Las curvas 
fueron divididas en dos regiones: > 10000 pb (ADN no dañado) y ≤ 10000 pb (ADN dañado).  
Con los valores de intensidad obtenidos en las curvas, se realizaron las gráficas de 
las figuras 75, 76 y 77. En el eje de abscisas se representó la dosis de MMS y en el de 
ordenadas el  % de ADN correspondiente a la división entre el valor de intensidad medido 
en la muestra y el de la muestra control. Se realizaron 3 bloques de gráficas, según tamaño 
de ADN: ADN no dañado (intensidad medida > 10000 pb) (Fig. 75), ADN dañado (intensidad 
obtenida ≤ 10000 pb) (Fig. 76), y ADN total (intensidad medida en toda la calle) (Fig. 77). Se 
realizó una gráfica por cada tiempo de exposición. 
 
 
Fig. 75: Estudio del efecto combinado de MMS (0, 0,2, 0,5, 0,8, 1 %) y/o CMP sobre ADN genómico; 
ADN no dañado. A) 15 minutos de exposición; B) 30 minutos de exposición; C) 45 minutos de 
exposición; D) 60 minutos de exposición. Están expresados en % de ADN no dañado (> 10000 pb) 
respecto al valor de intensidad obtenido en las muestras control (0 % MMS) de cada grupo 






Fig. 76; Estudio del efecto combinado de MMS (0, 0,2, 0,5, 0,8, 1 %) y/o CMP sobre ADN genómico; 
ADN dañado A) 15 minutos de exposición; B) 30 minutos de exposición; C) 45 minutos de exposición; 
D) 60 minutos de exposición. Están expresados en % de ADN dañado (≤ 10000 pb) respecto al valor 
de intensidad obtenido en las muestras control (0 % MMS) de cada grupo experimental (CMP y 




Fig. 77: Estudio del efecto combinado de MMS (0, 0,2, 0,5, 0,8, 1 %) y/o CMP sobre ADN genómico; 
ADN total; A) 15 minutos de exposición; B) 30 minutos de exposición; C) 45 minutos de exposición; 
D) 60 minutos de exposición. Están expresados en % de ADN total (intensidad de toda la calle del gel) 
respecto al valor de intensidad obtenido en las muestras control (0 % MMS) de cada grupo 
experimental (CMP y Control). Control: expuestas sólo a MMS; CMP: expuesta a MMS y CMP. 





En las gráficas de ADN no dañado (Fig. 75) se observó una disminución en el  % de 
ADN al aumentar las dosis de MMS. Ésta se obtuvo en los 4 tiempos estudiados y en ambos 
grupos Control y CMP. Pero se observó una diferencia de degradación entre el grupo 
Control y el expuesto a CMP, presentando este último una mayor degradación en el tiempo 
15 minutos. Se midió una diferencia de % de ADN entre el grupo Control y CMP de 0,4 % 
para la dosis 1 % de MMS en el grupo 15 minutos. Los demás tiempos no presentaron una 
diferencia muy significativa entre los Control y CMP.  
Respecto a las gráficas de la figura 76, ADN dañado, la disminución del  % de ADN 
fue menor que la observada en las gráficas de ADN no dañado para las mismas dosis de 
MMS. Esto se corresponde al hecho de que las cadenas de mayor tamaño al degradarse se 
van acumulando en las zonas inferiores a 10000 pb, provocando un aumento en la cantidad 
de ADN comprendido en esa franja. Aun así se puede detectar una disminución mayor en el 
% de ADN en los grupos expuestos a CMP que en los grupos expuestos sólo a MMS. Esto 
demostraría el hecho de que el ADN ha sido más degradado al exponerse a ambos agentes 
a la vez, que cuando se expuso sólo a MMS. Otra observación fue la diferencia que 
presentan los dos grupos (CMP y Control) en el % de ADN en los distintos tiempos, 
mostrando una mayor diferencia entre ambos grupos en el tiempo 15 minutos, que en el 
resto de tiempos. Esto último se corresponde con lo observado a simple vista y en las 
gráficas de ADN no dañado. 
Por último, las gráficas de ADN total (Fig. 77), presentan la misma relación que las 
anteriores gráficas de ADN dañado, es decir, un mayor degradación en el grupo CMP, pero 
siendo más evidente la diferencia a 15 minutos que en tiempos superiores. 
Con los tres modelos de gráficas más la información obtenida del gel, se concluye 
que las muestras expuestas a CMP junto con MMS presentan una mayor degradación que 
las muestras que sólo han sido expuestas a MMS. Peo el efecto combinado parece ser 
demostrado en tiempos cortos de exposición, siendo el tiempo de 15 minutos el que parece 
determinar una mayor relación entre dosis y daño. Tiempos mayores no presentan una 
gran diferencia entre muestras expuestas sólo a MMS y muestras combinadas con MMS y 
CMP. 
4.3.4.2.  Tiempos de exposición largos: 
Se escogieron dos tiempos largos de exposición 24 y 48 horas, y en ambos se 
analizaron las mismas dosis de MMS (0, 0,2, 0,3, 0,4, 0,5 y 0,8 %). Las muestras de ADN 
genómico fueron divididas en 4 grupos según el tipo de exposición: Control 0 (0% MMS); 
Control (expuestas a MMS) y Control CMP (0% MMS, y expuesta a CMP) y CMP (expuestas a 
MMS y CMP), que permanecieron en iguales condiciones ambientales. Con sus respectivos 
controles, sin exposición en cada grupo.  
Transcurrido los tiempos experimentales, se procedió a su análisis a través de 
electroforesis en gel de agarosa al 1% (80V, 100 min) y posterior tinción con BrEt; dando 






Fig. 78: Estudio del efecto combinado de MMS (0, 0,2, 0,3, 0,4, 0,5, 0,8 %) y CMP (25 Hz, 1,5 mT) a 
tiempos largos (24 y 48 horas) sobre ADN genómico. Electroforesis en gel de agarosa (1%, 80V, 100 
min). Dos grupos: Control (expuesto solo a MMS) y CMP (expuesto a MMS y CMP). El gel se separó 
en dos regiones atendiendo al marcador: ADN no dañado > 10000 pb y ADN dañado ≤10000 pb. M: 
Marcador HL-I. 
 
En la imagen del gel, figura 78, se pudo apreciar una degradación de la banda de 
ADN genómico, siendo esta mayor al aumentar las dosis de MMS; presentando la mayor 
degradación en las dosis de 0,5 y 0,8 % de MMS. Al comparar la degradación sufrida en los 
dos tiempos experimentales, ésta fue mayor a 48 horas que a 24 horas, observándose este 
hecho sobre todo en la dosis de 0,8 % de MMS. Y por último, se apreciaron diferencias 
entre los grupos Control y CMP en la dosis 0,8% de MMS produciéndose en el tiempo 48 
horas mayor degradación del grupo CMP (expuesto a MMS y CMP) que del grupo Control.   
Una vez obtenida la imagen del gel también se procedió a su análisis a través del 
programa GelAnalyzer. Se realizó una curva para cada calle de los dos geles 24 y 48 horas, 
mostradas en el Anexo (A.1.8.). 
Con los valores de intensidad obtenidos en estas calles se procedió a realizar tres 
modelos de gráficas: ADN no dañado, correspondiente a los valores de intensidad medidos 
en la zona > 10000 pb (Fig. 79); ADN dañado, zona ≤ 10000 pb (Fig. 80); y ADN total, 
correspondiente a la suma de intensidades medidas en toda la curva (Fig. 81). En las tres 
figuras se representaron los valores medidos para 24 y 48 horas. La intensidad medida 
aparece representada en % respecto a la muestra control 0 % de MMS de cada grupo. 
 






Fig. 79: Estudio del % de ADN no dañado frente a dosis de MMS (0, 0,2, 0,3, 0,4 0,5, 0,8 %) agrupados 
en dos series CMP (expuesto a MMS y CMP) y Control (expuesto solo a MMS). A) 24 horas de 
exposición; B) 48 horas de exposición. El valor de % de ADN se encuentra normalizado con los 




Fig. 80: Estudio del % de ADN dañado frente a dosis de MMS (0, 0,2, 0,3, 0,4, 0,5 y 0,8 %) agrupados 
en dos series: CMP (expuesto a MMS y CMP) y Control (expuesto solo a MMS). A) 24 horas de 
exposición; B) 48 horas de exposición. El % de ADN se encuentra normalizado con los valores de 





Fig. 81: Estudio del % de ADN total frente a dosis de MMS (0, 0,2, 0,3, 0,4, 0,5 y 0,8 %) agrupados en 
dos series: CMP (expuesto a MMS y CMP) y Control (expuesto solo a MMS). A) 24 horas de 
exposición; B) 48 horas de exposición. El % de ADN aparece normalizado con los valores de 
intensidad obtenidos para las muestras controles (0%) de cada grupo (Control y CMP). 
 
En las gráficas presentadas en la figura 79, (ADN no dañado), apareció una 
disminución similar del % de ADN de los grupos Control en los dos tiempos (24 y 48 horas). 
Pero en cambio, en el grupo CMP sí se observó una diferencia entre los dos tiempos de 
exposición. En 48 horas se midió una disminución en la dosis 0,8% de MMS en el % de ADN 
de 0,4 % respecto del control (0% MMS), mientras que el mismo grupo expuesto 24 horas 
presentó sólo una disminución del % de ADN del 0,2 respecto del control 0% MMS. Por 
tanto el tiempo es un agente que influye mucho en la degradación combinada de MMS y 
CMP. 
En el segundo modelo de gráficas, ADN dañado, (Fig. 80), no se observó apenas 
degradación ni diferencias entre los tiempos ni dosis de MMS estudiadas. Sólo se aprecia 
una pequeña disminución a dosis elevadas de MMS (0,8% de MMS) y tras 48 horas de 
exposición. La explicación de este hecho es clara, puesto que la degradación del ADN de 
bandas superiores a 10000 pb tiende a acumularse en esa franja, y la no disminución indica 
que no ha provocado una degradación suficiente como para poder escapar del gel en la 
electroforesis. Sin embargo el hecho de que las muestras expuestas a CMP presenten 
mayor cantidad hace indicar que la degradación sufrida por las cadenas superiores haya 
sido mayor y se hayan acumulado éstas en la franja de ADN dañado. 
Por último, respecto a las gráficas mostradas en la figura 81, ADN total, la tendencia 
es similar a la observada en las gráficas de ADN dañado, y apenas se observó degradación, 
siendo similar entre los grupos Control y CMP y en los distintas dosis de MMS y tiempos. La 
explicación de esto es igual que en el caso de ADN dañado.  
Por tanto parece concluirse de este experimento, la existencia de degradación a 
tiempo largos de exposición, pero con dosis de MMS a partir de 0,5 %. Además, el CMP 
parece provocar un incremento de daño sobre la molécula de ADN cuando se combina con 
MMS, y esto se observa mejor a partir de 48 horas de exposición.  
 
 





4.4. Exposición a Bleomicina 
El siguiente grupo de estudios, se analizó el efecto del fármaco Bleomicina sobre la 
molécula de ADN. Este grupo de experimentos se dividió en dos grandes bloques, 
atendiendo a si se empleó solo el fármaco o se combinó con CMP. El ADN empleado en 
todos ellos fue ADN genómico procedente de S. Cerevisae. 
4.4.1.  Estudio del efecto de Bleomicina 
4.4.1.1. Tiempo corto  
En este primer análisis, se realizó una puesta a punto de la técnica, para así poder 
conocer las dosis adecuadas de Bleomicina y poder establecer una curva dosis respuesta. Se 
analizaron por tanto una gran cantidad de dosis (0, 0,15, 0,3, 0,45, 0,6, 0,75, 1,5, 3, 4,5, 6 X 
10-1 UI/ml) y el tiempo de exposición escogido fue de 60 minutos.  
Tras la exposición se procedió a realizar electroforesis (1% agarosa, 80V, 100 
minutos) y posterior tinción con BrEt, dando como resultado la imagen que se muestra en 
la figura 82. 
 
 
Fig. 82: Estudio del efecto de Bleomicina (0, 0,15, 0,3, 0,45, 0,6, 0,75, 1,5, 3, 4,5, 6,0 x 10
-1 
UI/ml) 
durante 60 minutos, sobre ADN genómico. Gel de electroforesis (1% agarosa, 80V, 100 min). El gel 
aparece dividido en dos zonas: ADN no dañado > 10000 pb y ADN dañado ≤ 10000 pb. M: marcador. 
 
En el gel (Fig. 82), no se apreciaron diferencias entre las distintas dosis estudiadas. 
Al observar el gel no se pudo determinar si Bleomicina en las dosis y el tiempo estudiado 
presentaban algún efecto sobre la molécula de ADN genómico. Para comprobar la falta de 
actividad se procedió al análisis del gel a través de GelAnalyzer (curvas del análisis 




midió la intensidad > 10000 pb (ADN no dañado), ≤ 10000 pb (ADN dañado) y toda la calle 
(ADN total).  
Con los valores de intensidad se realizaron las tres gráficas presentadas en las 
figuras 83, A) (ADN no dañado); 83, B) (ADN dañado) y 83, C) (ADN total). Los valores de 
intensidad en todas ellas, correspondientes a cantidad de ADN, se representaron en % 




Fig. 83: Estudio del efecto de Bleomicina (0, 0,15, 0,3, 0,45, 0,6, 0,75, 1,5, 3, 4,5, 6 x 10
-1
UI/ml) sobre 
ADN genómico. Las gráficas representan el % de ADN normalizado respecto a los valores de 
intensidad medidos para la muestra no expuesta.  A) ADN no dañado (valores de intensidad por 
encima de 10000 pb); B) ADN dañado (valores por debajo de 10000 pb) y C) ADN total (valores de 
intensidad bajo toda la curva). 
 
En estas gráficas, como se observó a simple vista, no aparece daño en la molécula 
de ADN, presentando valores cercanos al 1 en todas ellas. Lo que demuestra que en el 
tiempo corto ensayado, 60 minutos, Bleomicina no es capaz de provocar ningún daño sobre 
la molécula de ADN, o el daño que provoca es muy pequeño y no se puede medir con este 
método. Por tanto, es necesario para las dosis de Bleomicina analizadas un tiempo de 
exposición más largo para poder provocar un daño sobre la molécula de ADN.  
4.4.1.2. Tiempos largos (24, 48 y 72 horas): 
En este ensayo se analizó el efecto de Bleomicina sobre el ADN genómico en 
tiempos de exposición largos (24, 48 y 72 horas). Se escogieron dosis más bajas de 
Bleomicina (0, 0,15, 0,45, 1,5 y 4,5 x 10-1UI/ml) que el anterior ensayo. 
Una vez realizada la exposición se procedió a su análisis a través de electroforesis 
(gel de agarosa 1%, 80V, 100 min) y su posterior tinción con BrEt; dando como resultado la 




imagen de la figura 84. En ella se pudo apreciar la existencia de mayor degradación en las 
muestras al aumentar las dosis de Bleomicina y los tiempos de exposición. Si se compara 
una misma dosis de Bleomicina,0,45 UI/ml, en los tres tiempos, se observó una mayor 
degradación en el tiempo más largo, 72 horas, mientras que 24 horas presentó menor 
degradación en esa misma dosis. Por tanto, parece demostrarse que la actividad de 
Bleomicina necesita un tiempo largo de exposición para provocar daño sobre la molécula 
de ADN genómico.   
 
 
Fig. 84: Estudio del efecto de Bleomicina (0, 0,15, 0,45 1,5 y 4,5 x 10
-1
 UI/ml) sobre ADN genómico 
durante tiempos largos de exposición (24, 48 y 72 horas). Gel de electroforesis (1 % agarosa, 80 V, 
100 minutos). El gel aparece dividido en dos zonas, según el tamaño del marcador: ADN no dañado > 
10000 pb y ADN dañado ≤ 10000 pb. M: marcador. N: Control 4 °C. 
 
Para comprobar este hecho gráficamente se realizó el análisis de cada una de las 
calles a través de GelAnalyzer. Las gráficas de dicho análisis se muestran en el Anexo 
(A.1.10.).  
Los valores de intensidad medidos en las curvas obtenidas con GelAnalyzer se 
dividieron en dos zonas: ADN no dañado (> 10000 pb) y ADN dañado (≤ 10000 pb). Con 
estos datos más la intensidad medida en toda la calle, se han realizado las tres gráficas que 
se muestran en la figura 85. En ellas se representaron los valores en % de ADN, 
normalizando cada muestra respecto a la muestra control (0 UI/ml). De esta forma se pudo 






Fig. 85: Estudio del efecto de Bleomicina (0, 0,15, 0,45 1,5 y 4,5 x 10
-1
 UI/ml) sobre ADN genómico 
expuesto a tiempos largos (24, 48 y 72 horas). Se representa el % ADN, normalizados con los valores 
medidos para la muestra control. A) % ADN no dañado, >10000 pb; B) ADN dañado, ≤ 10000 pb y C) 
ADN total, toda la curva. 
 
En la gráfica de ADN no dañado, (Fig. 85, A), se observó  una disminución general de 
la cantidad de ADN al aumentar las dosis de Bleomicina, siendo 72 horas el tiempo que 
presenta una mayor disminución del % de ADN. Además se pudo observar que 72 horas 
presentó una mejor relación entre dosis-respuesta que la presentada en los otros dos 
tiempos analizados, 24 y 48 horas. Para la dosis de 4,5 UI/ml de Bleomicina 72 horas 
presenta una disminución del % de ADN respecto del control de 0,60 %, mientras que para 
esa misma dosis los tiempos 24 y 48 presentan una disminución de 0,30 %.  
En las otras dos gráficas, (Fig. 85 B y C), no se apreció disminución en la cantidad de 
ADN entre los tres tiempos, sólo destacándose un pequeño aumento en el % de ADN del 
grupo 24 horas. A simple vista también se pudo observar que la zona por debajo de 10000 
pb presentaba una intensidad más difuminada en esas dosis a 24 horas, y esto no tiene que 
ser correspondencia con el aumento de la cantidad de ADN. 
4.4.2. Exposición a Bleomicina y CMP 
En este conjunto de ensayos se analizó el efecto combinado de Bleomicina y CMP, 
para comprobar si existe una potenciación de la actividad del fármaco en presencia de CMP 
y viceversa. El análisis fue dividido en dos, dependiendo de la dosis de Bleomicina 
empleada. En todos ellos se empleó ADN genómico procedente de S. Cerevisae. 
4.4.2.1. Exposición a dosis altas de Bleomicina: 
En este análisis, se emplearon tres tiempos de exposición (24, 48 y 72 horas) 
exponiendo en ellos las mismas dosis de Bleomicina (0, 0,015, 0,03, 0,045, 0,06, 0,15, 0,3, 




0,45, 0,6 UI/ml). Las muestras fueron divididas en cuatro grupos: 0 (Sin exposición a 
Bleomicina), Control 0 (0 UI/ml de Bleomicina y sin CMP), Control (expuestas a Bleomicina), 
CMP 0 (0 UI/ml de Bleomicina y CMP) y CMP (expuestas a Bleomicina y CMP). Todos los 
grupos estuvieron en iguales condiciones ambientales.  
Una vez completados los tiempos de exposición se procedió al análisis a través de la 
realización de electroforesis (1% agarosa, 80V, 100 minutos) y su tinción con BrEt. En la 
figura 86, se muestran las imágenes obtenidas de los geles tras la realización de sus 
correspondientes electroforesis.   
 
 
Fig. 86: Estudio del efecto combinado de Bleomicina (0, 0,15, 0,3, 0,45, 0,6, 1,5, 3, 4,5 y 5 x 10-1 
UI/ml) y CMP (25 Hz, 1,5 mT) sobre ADN genómico en tres tiempos de exposición; A) 24 horas, B) 48 
horas y C) 72 horas.  Geles de electroforesis (1 % agarosa, 80V, 100 minutos).  El gel está dividido en 
dos zonas, ADN no dañado > 10000 pb y ADN dañado ≤ 10000 pb. M: marcador. N: Control a 4 °C. 
 
En las imágenes se pudo observar una mayor degradación de las muestras de ADN 
al aumentar las dosis de Bleomicina. No se diferencia a simple vista, si la degradación era 
mayor en el grupo expuesto sólo a Bleomicina o en el grupo expuesto a Bleomicina y CMP. 
Para determinar mejor la existencia de alguna diferencia entre ambos grupos, 
Control y CMP, se procedió al análisis del gel a través de GelAnalyzer. El resultado del 
análisis se presenta en el Anexo (A.1.11.).  
Con las curvas de intensidad obtenidas para cada una de las calles, se realizaron 
tres modelos de gráficas (Fig. 87, 88 y 89): ADN no dañado, > 10000 pb; ADN dañado, ≤ 




respecto a los valores de intensidad obtenidos en la muestra 0 UI/ml de Bleomicina de cada 




Fig. 87: Estudio del efecto combinado de Bleomicina (0, 0,15, 0,3, 0,45, 0,6, 1,5, 3, 4,5 y 6 x 10
-1
 
UI/ml) y CMP (25 Hz, 1,5 mT) sobre ADN genómico. % ADN no dañado: A) 24 horas; B) 48 horas; C) 
72 horas.  ADN expresado en % respecto al valor de intensidad medido en las muestras 0 de cada 
grupo (Control y CMP) > 10000 pb. 
 
 
Al observar la tendencia en estas gráficas de ADN no dañado (Fig. 87), se pudo 
determinar que la cantidad de ADN disminuye al aumentar la dosis de Bleomicina, cosa que 
ocurre tanto para las muestras expuestas sólo a Bleomicina como las expuestas a 
Bleomicina y CMP. Pero los tiempos estudiados se comportan de manera distinta. Por un 
lado, 24 horas mostró una diferencia mayor entre los grupos Control (expuesto sólo a 
Bleomicina) y CMP (expuesto a CMP y Bleomicina) en las dosis 0,15 UI/ml de Bleomicina la 
diferencia del % de ADN entre ambos grupos era de 0,5%, manteniéndose esta diferencia al 
aumentar las dosis de MMS. Mientras que la diferencia en esas mismas dosis para los 
tiempos 48 fue de 0,1 % y de 72 horas 0,4 %. Pero en el caso de 48 horas parece mostrarse 
que a partir de la dosis 0,6 UI/ml de Bleomicina la diferencia entre ambos grupos aumenta 
hasta convertirse en 0,3 %. 








Fig. 88: Estudio del efecto de Bleomicina (0, 0,15, 0,3, 0,45, 0,6, 1,5, 3, 4,5 y 6 x 10
-1
 UI/ml) en 
combinación con CMP (25 Hz, 1,5 mT) sobre ADN genómico. % ADN dañado: A) 24 horas; B) 48 
horas; C) 72 horas.  ADN expresado en % respecto al valor de intensidad medido en las muestras 0 
de cada grupo (Control y CMP) en la región ≤ 10000 pb. 
 
En la gráfica de ADN dañado (Fig. 88), se observó diferencias entre el grupo Control 
y el CMP. En el grupo control no se presentó una gran disminución de la cantidad de ADN al 
aumentar las dosis de Bleomicina, mientras que el CMP sí presento una clara disminución 
en la cantidad de ADN dañado, llegando a disminuir a 0,3 % la cantidad de ADN en la dosis 
0,6 UI/ml de Bleomicina tras 24 horas de exposición. Y esto se repitió en los tres tiempos 
(24, 48 y 72 horas) analizados, aunque las disminuciones en 48 y 72 horas fueron menores, 
disminuyendo el contenido de ADN dañado a 0,6 % en ambos casos para la dosis de 0,6 









Fig. 89: Estudio del efecto de Bleomicina (0, 0,15, 0,3, 0,45, 0,6, 1,5, 3, 4,5 y 6 x 10
-1
 UI/ml) en 
combinación con CMP (25 Hz, 1,5 mT) sobre ADN genómico. % ADN total: A) 24 horas; B) 48 horas; 
C) 72 horas.  ADN expresado en % respecto al valor de intensidad presentado por las muestras 0 de 
cada grupo (Control y CMP) en toda la curva. 
 
En el último bloque de gráficas, ADN total, figura 89, se apreció también una 
disminución en la cantidad de ADN mayor en el grupo CMP y apenas presentó disminución 
el grupo Control. Mostrando un valor de % de ADN total 0,4% en el caso del Grupo CMP 
para la dosis 0,6 UI/ml tras 24 horas de exposición, mientras que para esa misma dosis y 
tiempo el grupo Control presentaba un valor de % de ADN total de 0,8 %. Esto vuelve a 
confirmar que Bleomicina provocó un mayor daño cuando se usó en combinación con CMP, 
que el efecto de dicho fármaco por sí solo. Y si se comparan tiempos parece ser que una 
exposición a 24 horas presenta una mayor degradación al combinarse con el CMP que los 
otros tiempos estudiados.  
En resumen se puede determinar que la combinación de CMP junto a Bleomicina 
provoca un mayor efecto que el uso de estos agentes tóxicos por sí solos. Pero estas 
diferencias fueron más significativas en los tiempos de exposición de 24 horas, tiempos más 
largos parecen no mostrar tanta degradación del grupo CMP. 
4.4.2.2. Exposición dosis bajas de Bleomicina. 
 En este grupo se analizó el efecto de Bleomicina a dosis muy bajas (0, 0,0015, 
0,003, 0,00375, 0,0045, 0,006, 0,015, 0,03 UI/ml) durante 24 y 48 horas de exposición.  Y al 
igual que en el anterior bloque, las muestras se dividieron en cuatro grupos, Control 0 (0 
UI/ml de Bleomicina y sin CMP), Control (expuesto a Bleomicina) y CMP 0 (0 UI/ml de 
Bleomicina y CMP) y CMP (expuesto a Bleomicina y CMP). El ADN empleado también fue el 
mismo, ADN genómico.  




 Tras la exposición, se realizó una electroforesis (1% de agarosa, 80 V, 100 minutos) 
y su posterior tinción con BrEt. El resultado final fueron las imágenes de la figura 90; donde 
A) corresponde a 24 horas de exposición; y B) 48 horas. 
 
 
Fig. 90: Estudio del efecto de Bleomicina (0, 0,0015, 0,003, 0,00375, 0,0045, 0,006, 0,015, 0,03 UI/ml)  
en combinación con CMP (25 Hz, 1,5 mT); A) 24 horas de exposición; B) 48 horas de exposición. El gel 
se dividió en dos áreas: ADN no dañado (> 10000 pb) y ADN dañado ≤ 10000 pb). Electroforesis en 
gel de agarosa (1%, 80 V, 100 minutos). N: Control a 4°C. M: marcador. 
 
 Los geles obtenidos no mostraron una clara diferencia entre los tiempos, y tampoco 
se observó disminución de la intensidad al aumentar las dosis de exposición de Bleomicina; 
así como diferencias entre expuestas a Bleomicina sólo y las expuestas a la combinación de 
CMP y Bleomicina. Esta falta de resultados a simple vista pudo deberse a que el tiempo de 
exposición fuera demasiado corto para las dosis de Bleomicina analizadas.  
 Para comprobar si existía alguna diferencia entre ambos grupos y entre las distintas 
dosis de Bleomicina, se analizó la intensidad de la señal en estos geles a través de 
GelAnalyzer, como en los anteriores experimentos. (Anexo: A.1.12.).  
Los resultados de intensidad fueron divididos en: ADN no dañado (> 10000 pb),  
ADN dañado (≤ 10000 pb) y por último el valor de toda la curva (ADN total). Con estos datos 
se realizaron las gráficas de las figuras 91, 92 y 93 respectivamente. Los datos de intensidad 
fueron representaron en % de ADN respecto a los valores de las muestras 0 UI/ml de 





Fig. 91: Estudio del efecto de Bleomicina (0, 0,0015, 0,003, 0,00375, 0,0045, 0,006, 0,015, 0,03 UI/ml) 
en combinación con CMP (25 Hz, 1,5 mT) sobre ADN genómico. Gráficas % ADN no dañado (> 10000 
pb) y normalizados con los valores de intensidad medidos en los 0 de cada grupo.  A) 24 horas de 
exposición; B) 48 horas de exposición. 
 
En estas dos primeras gráficas (Fig. 91), se representó la variación en el % de ADN 
no dañado, correspondiente a ADN  > 10000 pb. Se pudo observar una tendencia en 24 
horas de exposición cercano al valor 1 en el grupo Control (expuesto sólo a Bleomicina), 
mientras que el grupo CMP si presentó una caída del % de ADN al aumenta las dosis de 
Bleomicina, llegando a un valor de 0,59%. Esta misma tendencia ocurrió en el experimento 
de 48 horas de exposición, apareciendo un valor de % de ADN en el grupo CMP para la dosis 




Fig. 92: Estudio del efecto de Bleomicina, (0, 0,0015, 0,003, 0,00375, 0,0045, 0,006, 0,015, 0,03 
UI/ml) en combinación con CMP (25 Hz, 1,5 mT) sobre ADN genómico. Gráficas % ADN dañado 
(valores por debajo de 10000 pb) y normalizados con los valores de intensidad medidos en los 0 de 
cada grupo.  A) 24 horas de exposición; B) 48 horas de exposición. 
 
En las dos gráficas presentadas en la figura 92, ADN dañado, se observó que no 
hubo apenas disminución en el % de ADN en los grupos Control y CMP a 24 horas de 
exposición. Pero el ensayo de 48 horas si apareció una disminución del % de ADN hasta el 
0,2 % en la dosis 0,03 UI/ml de Bleomicina en el grupo CMP, mientras que el Control no 
presentó disminución. Por tanto vuelve a mostrarse una mayor degradación del grupo 48 
horas que el de 24 horas para las dosis estudiadas.  





Fig. 93: Estudio del efecto de Bleomicina (0, 0,0015, 0,003, 0,00375, 0,0045, 0,006, 0,015, 0,03 UI/ml) 
en combinación con CMP (25 Hz, 1,5 mT) sobre ADN genómico. Gráficas % ADN total (valores de 
intensidad en toda la curva) y relativizados con los valores de intensidad medidos en los 0 de cada 
grupo.  A) 24 horas de exposición; B) 48 horas de exposición. 
 
En el último grupo de gráficas (Fig. 93), se representaron los valores de intensidad 
bajo toda la curva, ADN total. En estas dos gráficas sólo una exposición de 48 horas pareció 
presentar una clara disminución en la cantidad de ADN total en el grupo CMP dando un 
valor de % de ADN para la dosis 0,03 UI/ml de Bleomicina de 0,2 %. Pero el ensayo a 24 
horas mostró una cantidad similar del % de ADN en los dos grupos Control y CMP siendo 
esta cercana al 1.  
Por lo que atendiendo a los resultados obtenidos se puede concluir que CMP 
genera en combinación con Bleomicina un mayor daño sobre la molécula de ADN. Pero 
debido a las bajas concentraciones estudiadas de Bleomicina, fueron necesarias 48 horas de 
exposición para poder determinar efecto de este agente. La dosis que claramente muestra 
diferencias entre ambos grupos son a partir de 0,006 UI/ml. 
 
4.5. Exposición a UVC y MMS 
En este grupo de ensayos se analizó el efecto combinado de dos agentes: UVC y 
MMS. Ambos presentan una actividad por separado estudiada y demostrada. Los 
experimentos fueron realizados con dos modelos de ADN diferentes: ADN genómico y ADN 
fago T7.  
4.5.1. Exposición ADN genómico 
Se analizó el efecto combinado de UVC y MMS sobre muestras de ADN genómico, 
procedente de S. Cerevisae. Se realizaron distintos ensayos combinando tiempos de 
exposición y dosis de UVC y MMS; para de esta forma establecer una curva dosis-respuesta. 
Se agruparon en dos grandes bloques: por un lado un grupo en los que las muestras se 
expusieron durante un mismo tiempo total a ambos agentes, y por otro un grupo en el que 
las muestras se expusieron 24 o 48 horas antes a UVC y después 1 hora a MMS. 
4.5.1.1.   Exposición UVC y MMS durante el mismo tiempo 
a) 1 hora  
 En este ensayo se eligió un rango de dosis de MMS grande (0, 0,5, 1, 1,5,  1,8, 
2, 2,2 y 2,5 %); y las dosis de UVC fueron: 0, 24,15, 51,75, 75,9, 103,5 J/m2. Las muestras se 
expusieron primero a UVC y una vez aplicada la dosis de UVC rápidamente se añadió MMS 




1% (80V, 100 minutos) y su posterior tinción con BrEt; dando como resultado las imágenes 




Fig. 94: Estudio del efecto combinado de MMS (0, 0,5, 1, 1,5, 1,8, 2, 2,2 y 2,5 %) con UVC (0, 24,15, 
51,75, 75,9 y 103,5 J/m
2
), sobre ADN genómico, durante un tiempo total de 60 minutos. M: 
marcador, N: Control 4 °C. Gel dividido en dos franjas: ADN no dañado (> 10000 pb) y ADN dañado 
(≤10000 pb). 
 
 En las imágenes de los geles obtenidas (Fig. 94), a simple vista no existe una 
degradación muy clara en las dosis inferiores a 1,5 % MMS, mostrándose prácticamente 
iguales todas las muestras respecto a intensidad y tamaño en el gel. Tampoco se aprecian 
diferencias entre las distintas dosis de UVC cuando las dosis de MMS son tan pequeñas y el 
tiempo de exposición 60 minutos. Pero al analizar dosis más altas de 1,5 % de MMS, se 
observó la existencia de una degradación, siendo ésta mayor al aumentar las dosis de MMS 
y llegando a provocar su desaparición a dosis superiores a 2 % MMS.  
 Al comparar una misma dosis de MMS en los grupos Control y UVC se observó que 
hay un aumento del daño sobre la molécula de ADN en las muestras expuestas a UVC 
respecto a las no expuestas. Además por otro lado, se observó un aumento del daño al 




aumentar las dosis de UVC, cosa que ocurría en las dosis 24,15, 51,75  y 75,9 J/m2 de UVC. 
Un ejemplo de este hecho es la dosis 1,8 % MMS, que presentó una mayor degradación al 
aumentar la exposición a UVC.   
Para poder estudiar cuantitativamente las diferencias observadas, se analizaron 
estas imágenes a través de GelAnalyzer, obteniéndose valores de intensidad para ADN no 
dañado (> 10000 pb), ADN dañado (≤ 10000 pb) y en toda la calle (ADN total) (Anexo: 
A.1.13.). Con los valores de intensidad obtenidos se realizaron las gráficas que se muestran 
en la figura 95. En ellas fue representada la intensidad de la señal en % de ADN y 





Fig. 95: Estudio del efecto combinado de MMS (0, 0,5, 1, 1,5, 1,8, 2, 2,2 y 2,5 %) y UVC (0, 24,15, 
51,75, 75,9, 103,5 J/m
2
) sobre ADN genómico, tras 60 minutos. A) % ADN no dañado; B) % ADN 
dañado; C) % ADN total. % ADN respecto del valor de intensidad obtenido por la muestra control 0 
de cada grupo de UVC. 
 
En la gráfica obtenida para ADN no dañado (Fig. 95, A), se aprecia una disminución 
en el % de ADN al aumentar las dosis de MMS. Pero no se observa una clara diferencia 
entre las distintas dosis de UVC. Sólo la dosis de 51,75 J/m2 de UVC parece mostrar una 
caída mayor en el % de ADN que el resto de dosis a partir de 1,8 % MMS, dando un valor de 
% de ADN no dañado alrededor del 0,1 en el eje logarítmico mientras que el resto de dosis 







Al observar las otras dos gráficas obtenidas, ADN dañado y ADN total (Fig. 95 B y C) 
la tendencia es similar en ambas, no mostrando una gran disminución en el % de ADN al 
aumentar las dosis de MMS o UVC. La única que muestra una disminución en el contenido 
de ADN al aumentar la dosis de MMS fue el grupo 51,75 J/m2 UVC.  
Los resultados parecen indicar que la dosis más efectiva para UVC parece ser 51,75 
J/m2, cuando las dosis de MMS son elevadas y el tiempo de exposición es de 60 minutos. Y 
al observar el gel se aprecia más diferencias entre las dosis, mostrando más degradación 
dosis de UVC mayores. Además, dosis menores de 1,5 % de MMS no parecen mostrar 
efecto de degradación sobre el ADN en el tiempo analizado. 
b)   24 horas 
En este ensayo se pretendió analizar el efecto combinado de los dos agentes sobre 
la estabilidad de la molécula de ADN en un gran número de dosis de MMS (0, 0,05, 0,08, 
0,1, 0,2, 0,3, 0,4, 0,5, 0,8, 1 y 1,2 %) y de UVC (0, 24,01 J/m2, 51,75 J/m2, 75,9 J/m2 y 103,5 
J/m2) y el tiempo total de exposición fue de 24 horas.  
Las muestras primero se trataron con la dosis de UVC y a continuación se añadió la 
dosis de MMS a las muestras. Transcurridas 24 horas de la exposición, fueron analizadas a 
través de electroforesis en gel de agarosa 1% (80 V, 100 min), dando como resultado las 
imágenes de la figura 96. 
 En el primer gel de la figura 96 no se observa mucha degradación a dosis 
inferiores a 0,1 % de MMS, apareciendo degradación a partir de dosis superiores del 
genotóxico. Al comparar una misma dosis de MMS en las distintas dosis de UVC, no se 
observan diferencia entre ellas, sólo 51,75 J/m2 parece mostrar un poco más de 
degradación en las dosis del primer gel. 
 En el segundo gel (Fig. 96), con dosis más elevadas de MMS, presenta una 
degradación parecida en todas las dosis de UVC, la unica que parece mostrar diferencia es 
la dosis 103,5 j/ m2 que muestra mayor degradación a simple vista que dosis menores de 
UVC. Además se repite el efecto de que al aumentar las dosis por encima de 0,1 % de MMS 
hay un aumento de la degradación. 
 Y por último, el tercer gel (Fig. 96), muestra a partir de 0,2 % de MMS una gran 
degradación de ADN, despareciendo casi por completo la intensidad de la señal en esas 
calles. Por tanto es difícil localizar diferencias entre dosis de UVC. Sólo destaca la dosis 0,5% 
MMS en 75,9 J/m2 de UVC la cual muestra más intensidad y por tanto poca degradación. 
 
  









Fig. 96: Estudio del efecto combinado de UVC (0, 24,15, 51,75, 75,9 y 103,5 J/m
2
) y MMS (0, 0,05, 
0,08, 0,1, 0,2, 0,3, 0,4, 0,5, 0,8, 1 y 1,2 %), tras 24 horas. ADN no dañado > 10000 pb; ADN dañado ≤ 






   Las imágenes fueron analizadas con GelAnalyzer, y las curvas obtenidas para 
cada una de las calles se muestran en el Anexo (A.1.14.) . Cada una de ellas se dividieron en 
dos zonas (al igual que el gel): ADN no dañado (>10000 pb) y ADN dañado (≤ 10000 pb). El 
resultado común de los tres geles se representa en las gráficas de la figura 97. Las muestras 
repetidas se presentan con valores medios, ± SD.  
 
Fig. 97: Estudio del efecto combinado de UVC (0, 24,01, 51,75, 75,9 y 103,5 J/m
2
) y MMS (0, 0,05, 
0,08, 0,1, 0,2, 0,3, 0,4, 0,5, 0,8, 1 y 1,2 %), tras 24 horas totales. Sobre ADN genómico. A) ADN no 
dañado (> 10000 pb); B) ADN dañado (≤ 10000 pb) y ADN total (toda la curva), representado en % 
respecto a los valores de intensidad obtenidos en los controles 0 de cada grupo de UVC. Media ± SD.   
 
 La gráfica de ADN no dañado (Fig. 97, A), muestra una diminución del % de ADN al 
aumentar las dosis de MMS. No se advierte una diferencia entre las dosis de UVC, salvo la 
dosis 103,5 J/m2 muestra un poco más de degradación a dosis más altas. Por ejemplo en la 
dosis 1,2 % de MMS muestra un % de ADN no dañado de 0,02, mientras que el resto de 
dosis de UVC a 1,2 % de MMS muestra un % de ADN cercano al control. La diferencia de % 
de ADN entre las distintas dosis de MMS de las muestras repetidas no fue significativa 
(p=0,393; ANOVA), y en el estudio entre los distintos grupos de UVC tampoco se obtuvieron 
resultados significativos (p>0,05; DMS test).  
  
  






 En la segunda gráfica se representa % de ADN dañado (Fig. 97, B). En ella tampoco 
se observó en la gráfica una gran disminución del % de ADN al aumentar las dosis de MMS, 
no siendo significativa (p=0,095; ANOVA). Pero sí se encontró significativa la relación entre 
el grupo 75,9 J/m2 con las dosis 24,15 y 103,5 J/m2 (p< 0,05; DMS test).  
 En la tercera gráfica, % ADN total (Fig. 97, C), se encontró diferencias significativas 
entre las dosis de MMS repetidas (p=0,008; ANOVA). Además al comparar los distintos 
grupos de UVC, el grupo 75,9 J/m2 fue significativo con las demás dosis de UVC (0, 25,15, 
51,75 y 103,5 J/m2) (p<0,05; DMS test).  
 En conclusión, tras la exposición a 24 horas ADN a UVC y MMS, parece mostrarse 
una relación entre dosis de MMS y degradación del ADN, siendo significativa en ADN 
dañado y ADN total. Pero respecto a la relación entre las distintas dosis de UVC, solo existe 
una diferencia significativa del grupo 75,9 J/m2 con respecto a las demás dosis.  
c) 48 horas  
 En el siguiente grupo de ensayos se analizó el efecto de UVC  (0, 24,01, 51,75, 75,9 
J/m2 y 103,5 J/m2) y MMS (0, 0,01, 0,02, 0,05, 0,08, 0,1, 0,2, 0,3, 0,4, 0,5, 0,8, 1, 1,2 %), 
exponiendo las muestras a MMS durante 48 horas, previa aplicación de la dosis de UVC 
correspondiente.  
 Tras el ensayo se procedió a observar el daño provocado a través de electroforesis 
(1% de agarosa, 80V, 100 min) y posterior tinción con BrEt, dando como resultado las 
imágenes de la figura 98. 
En el figura 98, en el primer gel, se observa que a partir de la dosis de 0,08% de 
MMS ya aparece degradación en las muestras. Esto se vuelve a observar en los otros dos 
geles, los cuales muestran degradación en todas las dosis aplicadas de MMS. Por tanto a 
partir de 0,08% MMS y tras 48 horas de exposición se puede decir que hay daño sobre la 
molécula de ADN. Además se observa un claro aumento en la degradación al aumentar la 
dosis de MMS, mostrando una gran degradación a partir de la dosis de 0,5 % de MMS. 
 Respecto a la diferencia entre las distintas dosis de UVC expuestas, la dosis que 
parece mostrar un mayor efecto es 51,75 J/m2 UVC, provocando una mayor degradación, 
cuando las dosis de MMS son más altas. Por otro lado, las dosis de 75,9 y 103,5 J/m2 
presentan en el primer gel menos degradación que las muestras expuestas sólo a 24,15 
J/m2. 
 Para visualizar mejor este hecho, se analizaron los geles a través de GelAnalyzer, 
obteniéndose las curvas mostradas en el Anexo (A.1.15). Estas curvas fueron divididas en 











Fig. 98: Estudio del efecto combinado de UVC (0, 24,15,  51,75, 75,9 y 103,5 J/m
2
) y MMS (0, 0,01, 
0,02, 0,05, 0,08, 0,1, 0,2, 0,3, 0,4, 0,5, 0,8, 1, 1,2 %) sobre ADN genómico con un tiempo total de 48 
horas. Gel de electroforesis (1% agarosa, 80V, 100 min). Se dividió el gel en dos regiones en relación 
con el tamaño del marcador: ADN no dañado > 10000 pb y ADN dañado ≤ 10000 pb. M: marcador, N: 
control 4 °C. 
 




Con los valores de intensidad medidos se realizaron las tres gráficas de la figura 99: 










 y 103,5 J/m
2
) y 
MMS (0, 0,01, 0,02, 0,05, 0,08, 0,1, 0,2, 0,3, 0,4, 0,5, 0,8, 1, 1,2 %), 48 horas de exposición total. A) 
Gráfica ADN no dañado (>10000 pb), B) Gráfica ADN dañado (<10000 pb), C) Gráfica ADN total (suma 
bajo toda la curva). Media ±  SD. 
 
En la primera gráfica, ADN no dañado (Fig. 99, A), se observa una pequeña 
disminución del % de ADN al aumentar la dosis de MMS, por tanto parece haber una 
relación entre dosis respuesta con MMS. Pero no es significativa al analizar las muestras de 
dosis repetidas (p=0,239; ANOVA). Por otro lado al analizar el efecto de los distintos grupos 
de UVC, se observan valores similares entre todas las dosis de UVC, menos la de 51,75 J/m2 
UVC, esta dosis muestra un menor % de ADN no dañado en la dosis de 1,2 % de MMS que el 
resto de dosis de UVC, siendo de 0,0005 %. La única relación entre grupos que aparece 
significativa en las muestras repetidas analizadas es la relación entre el grupo 51,7 y 75,9 
J/m2 (p=0,046; DMS test). 
La gráfica ADN dañado (Fig. 99, B), se muestra un patrón similar al observado con la 
gráfica de ADN no dañado, siendo la dosis 1,2% de MMS la que muestra más degradación. 
En este caso sí se obtuvo una relación significativa entre las distintas dosis de MMS 
(p=0,022; ANOVA). Y la comparación entre los distintos grupos de UVC es significativa en el 
grupo 75,9 J/m2 con las otras dosis de UVC (0, 24,15, 51,75 y 103,5 J/m2). 
La gráfica ADN total (Fig. 99, C), vuelve a mostrar una disminución mayor al 
aumentar la dosis de MMS, por no siendo significativa (p=0,072; ANOVA). Y tampoco 




Aunque visualmente en el gel se mostraba una disminución en la cantidad de ADN, 
las gráficas no parecen indicar tal resultado. Se puede determinar que la dosis de UVC más 
efectiva es 51,75 J/m2, puesto que tanto en las gráficas obtenidas como en la observación 
en los geles este grupo es el que presenta una mayor degradación en todas las dosis de 
MMS aplicadas. Pero a nivel estadístico sólo la gráfica de ADN dañado parece ser la que 
muestra valores significativos al comparar las distintas dosis de MMS y también al 
comparar los grupos de UVC, en concreto 75,9 J/m2. 
4.5.1.2.   Exposición previa a UVC y posterior MMS.   
En este grupo experimental se estudió el efecto combinado de UVC y MMS, pero 
exponiéndose las muestras previamente a UVC y transcurrido un tiempo de 24 o 48 horas 
se expusieron durante 1 hora a MMS. De esta forma determinar el efecto previo que 
provocaría la radiación UVC sobre la molécula de ADN, predisponiéndola o no a ser dañada 
por el agente químico MMS.  
Este ensayo se dividió según los tiempos totales que fueron expuestas; 24 y 48 
horas; las dosis de UVC fueron tres (0, 24,15 y 51,75 J/m2). Las dosis de MMS fueron 
también tres (0, 0,5 y 1 %); con un tiempo de exposición de 60 minutos. 
Transcurrido el tiempo de exposición total, se procedió a la visualización del daño 
provocado sobre el ADN genómico a través de electroforesis (gel de agarosa 1%, 80V, 100 
min), dando como resultado las imágenes de la figura 100, (A) 24 horas de UVC y B) 48 
horas de UVC).  
 
 
Fig. 100: Estudio del efecto combinado de MMS (0, 0,5 y 1 %, durante 60 minutos) con una 
exposición previa a UVC (0, 24,01 y 51,75 J/m
2
) 24 o 48 horas antes. ADN genómico. A) 24 horas; B) 
48 horas. Los geles aparecen divididos en dos regiones según el marcador: ADN no dañado (> 10000 
pb) y ADN dañado (<10000 pb). M: marcador; N: control 4 °C. 




En las imágenes de los geles (Fig. 100) se aprecia una mayor degradación en las 
muestras expuestas a las dosis más altas de MMS. Además, comparando los dos tiempos, 
se observó una mayor degradación del ADN tras 24 horas que a 48 horas. Al comparar las 
mismas dosis de MMS en los distintos grupos de UVC, se aprecia un aumento en la 
degradación en las muestras expuestas a dosis de UVC más altas.   
A continuación se realizó un análisis del gel a través de GelAnalyzer, véase Anexo 
(A.1.16). Con los datos de intensidad se realizaron tres modelos gráficos: ADN no dañado 
(>10000 pb), ADN dañado (≤ 10000 pb) y ADN total (toda la curva) (figuras 101, 102 y 103, 
respectivamente). Los valores de intensidad se representaron, al igual que en los anteriores 
ensayos, en % respecto a los valores medidos en la muestra control (0% MMS) de cada 
grupo de UVC. 
 
 
Fig. 101: Estudio del efecto combinado de MMS (0, 0,5 1 %, durante 60 minutos) y UVC (0, 24,15 y 
51,75 J/m
2
) sobre ADN genómico. Grafica % ADN no dañado, valor relativizado con el valor de la 
intensidad medido en la muestra 0% de MMS de cada grupo. A) 24 horas; B) 48 horas. 
 
En el primer grupo de gráficas (Fig. 101), se representó el % de ADN no dañado, 
para 24 horas (Fig. 101, A) y 48 horas (Fig. 101, B). En ellas se observó una disminución en el 
% de ADN no dañado en la dosis de 51,75 J/m2 UVC en la gráfica 24 horas, obteniéndose un 
valor de % de ADN de cercano a 0,6 % en las dosis 0,5 y 1 % de MMS. Pero en la gráfica de 
48 horas no se observaron diferencias entre las dos dosis de UVC y las dosis de MMS, dando 
valores cercanos al control 0% MMS. Este mismo hecho fue observado en el gel.  
 
 
Fig. 102: Estudio del efecto combinado de MMS (0, 0,5 1 %, durante 60 minutos) y UVC (0, 24,15, 
51,75 J/m
2
) sobre ADN genómico. Gráfica % ADN dañado, valor relativizado con el valor de la 






En el segundo grupo de gráficas, % ADN dañado (Fig. 102), no hay una disminución 
tan evidente en el % de ADN. Esto puede deberse a que parte del ADN degradado de la 
zona superior a 10000 pb haya descendido a esta franja, ocultando la degradación en esta 
zona. También habría que sumar a este hecho, que la degradación no haya provocado 
tamaños de ADN tan pequeños como para escapar del gel al realizar la electroforesis y por 
tanto desaparecer. Pero si cabe destacar que la gráfica de 48 horas, muestra un % menor 
de ADN en la dosis 51,75 J/m2 y 1% MMS.  
 
 
Fig. 103: Estudio del efecto combinado de MMS (0, 0,5 1 %, durante 60 minutos) y UVC (0, 24,15, 
51,75 J/m
2
) sobre ADN genómico. Gráfica % ADN total, valor relativizado con el valor de la intensidad 
medido en la muestra 0% de MMS de cada grupo. A) 24 horas; B) 48 horas. 
 
Las últimas gráficas (Fig. 103), representan el % de ADN total, vienen a corroborar la 
idea de que el ADN no se ha degradado en fragmentos tan pequeños como para haberse 
escapado del gel. Puesto que la cantidad de ADN total no ha presentado ninguna variación 
en el % al aumentar dosis de UVC o de MMS. Sólo la dosis de 51,75 J/m2  de UVC muestra 
una disminución un poco mayor tras 48 horas de exposición en  la dosis más alta de MMS (1 
%), pero siendo está disminución del % de ADN de 0,2 %. El resto de dosis de UVC y MMS y 
tiempos, no presentan una variación con respecto al control. 
Sumando los resultados del gel y la gráfica ADN no dañado, se observa que el ADN 
se ve afectado por la dosis de UVC, siendo la dosis de UVC más efectiva 51,75 J/m2 y 24 
horas de exposición. Pero sí se analizan las gráficas de ADN dañado y ADN total no se 
apreció una mayor degradación al aumentar las dosis de MMS y UVC, sólo parece 
mostrarse un poco más de degradación en 48 horas a la dosis más alta de UVC y de MMS. 
Por lo que el efecto de una exposición previa hace que se produzca más protección frente a 
MMS. Debido a que se observa una menor degradación que cuando se exponen 
seguidamente a UVC y MMS. 
  






4.5.2. Exposición ADN fago T7: 
 En este bloque de ensayos se analizó el efecto conjunto de UVC y MMS, pero 
usando ADN procedente de fago T7, de esta forma poder comparar con los resultados de 
ADN genómico obtenidos en el anterior apartado, y estudiar si existe alguna diferencia 
dependiendo del modelo de ADN. 
4.5.2.1. 24 horas: 
 El primer grupo de ensayos consistió en el análisis de la exposición a MMS (0, 0,03, 
0,05, 0,08, 0,1, 0,2 %) y UVC (0, 24,15, 51,75, 75,9 y 103,5 J/m2) durante 24 horas totales de 
exposición, sobre el ADN de Fago T7. 
 En el ensayo primero se aplicó la dosis de UVC estimada, y seguidamente se añadió 
la dosis de MMS y se dejaron las muestras 24 horas. Transcurridas las 24 horas se realizó 
una electroforesis en gel de agarosa al 0,8% en dos tiempos (un primer tiempo de 15 
minutos a 15 V, y un segundo tiempo a 160 minutos a 60 V). Como resultado final se 
obtuvieron las fotografías que se muestran en la figura 104, para el grupo Control (no 
expuesto a UVC y si a MMS); y la figura 105, para los grupos expuesto a MMS y UVC: A) 
24,15 J/m2, B) 51,75 J/m2, C) 75,9 J/m2 y D) 103,5 J/m2. Las calles de los geles se dividieron 
en 4 zonas, debido a las distintas conformaciones del Fago: ADN lineal (zona debajo del 
pocillo), ADN enrollado (zona comprendida entre ADN lineal y > 10000 pb), ADN dañado (≤ 
10000 pb). Además las muestras tuvieron repeticiones, 3 repeticiones en los grupos UVC y 
12 repeticiones en los Controles.  
 En las imágenes de los geles (figuras 104 y 105), se observó una gran degradación 
desde la dosis 0,1 % MMS tras 24 horas, y lo cual se repitió para todas las dosis de UVC. Se 
observó una mayor actividad de las dosis de UVC 51,75 y 75,9 J/m2; ya que mostraron 
degradación desde la dosis de MMS (0,05%). Además, las dosis de UVC 103,9 J/m2 presento 
menor degradación que incluso 24,15 J/m2. También se observó en las imágenes de los 
geles expuestos únicamente a MMS (figura 104) muestran diferencias entre ellos para unas 
mismas dosis de MMS.  
 Los geles fueron analizados a través de GelAnalyzer para así poder representar en 
gráficas los resultados y poder visualizarlos mejor (Anexo: A.1.17.). Los valores de 
intensidad obtenidos para cada una de las calles, tras ser analizados por el programa, 
fueron expresados en valores medios de % de ADN respecto a las muestras control (0 % 






Figura 104: Estudio del efecto de MMS (0, 0,03, 0,05, 0,08, 0,1 y 0,2 %) sobre Fago T7, expuesto 
durante 24 horas. Gel de Electroforesis en gel de agarosa 0,8 % en dos tiempos, un primer tiempo 
fueron 15 minutos a 15 V, tras el que se expuso a 60 V durante 160 minutos. Tres repeticiones por 
gel, tres geles. El gel se presentó dividido en tres franjas atendiendo a la conformación del 
bacteriófago: ADN lineal, ADN enrollado y ADN dañado (< 10000 pb). M: marcador, N: control 4 °C. 






Fig. 105: Estudio del efecto combinado de UVC y MMS (0, 0,03, 0,05, 0,08, 0,1 y 0,2 %) sobre Fago 
T7. Exposición a UVC y a continuación MMS durante un tiempo total de 24 horas. Geles de 
electroforesis (0,8% agarosa en dos tiempos, primero 15 V durante 15 min y posteriormente 60 V 
durante 160 min). A) 24,15 J/m
2
; B) 51,75 J/m
2
; C) 75,9 J/m
2
; D) 103,5 J/m
2
. Se realizaron 3 
repeticiones por dosis. El gel se dividió en tres franjas atendiendo a la conformación del Fago: ADN 






 Como resultado final se obtuvieron las gráficas de la figura 106 (A) ADN lineal (zona 
bajo el pocillo); B) ADN enrollado (zona comprendida entre ADN lineal y > 10000 pb); C) 
ADN degradado (≤ 10000 pb) y ADN total (toda la calle)). 
 
 
Figura 106: Estudio del efecto combinado de UVC (0, 24,15, 51,75, 75,9 J/m
2
 y 103,5 J/m
2
) y MMS (0, 
0,03, 0,05, 0,08, 0,1 y 0,2 %)  sobre ADN del Fago T7, tras 24 horas.  A) % medio de ADN lineal; B) % 
medio de ADN enrollado; C) % medio de ADN degradado; D) % medio de ADN total. Media, ± SD. 
 
 En la primera gráfica, figura 106, A), % medio de ADN lineal ± SD, se observó una 
disminución del % de ADN al aumentar las dosis de MMS. En esta primera gráfica destaca la 
dosis de 0,03 % de MMS, que apenas provocó ningún daño sobre el ADN lineal. A partir de 
la dosis 0,08 % MMS se aprecia disminución en todos los grupos de UVC. Respecto a la 
diferencia entre las distintas dosis de UVC, hay que señalar la dosis de 51,75 J/m2 de UVC 
que presentó una mayor degradación que el resto de dosis de UVC, incluidas dosis mayores 
de UVC, llegando a disminuir el % de ADN hasta 0,5 % en la dosis de 0,2 % de MMS, con una 
SD de ± 0,2. También se observó que la dosis de 103,5 J/m2 de UVC presentó una menor 
degradación que incluso la dosis de 24,15 J/m2. El análisis estadístico de las dosis de MMS 
no resulto significativo (p=0,258; ANOVA). Cuando se compararon los distintos grupos de 
UVC sólo fue significativa la dosis 103,5 J/m2 con 51,75 J/m2 (p=0,49; DMS test). 
 En la gráfica de % medio de ADN enrollado ±SD, figura 106, B), se observó una 
mayor degradación del fago T7 que la obtenida en ADN lineal, dando valores de 
degradación medio de 0,8 % con SD ±0,2, para la dosis de 0,2 % MMS  del grupo 103,5 J/m2.  
Como ocurrió con la gráfica anterior la dosis de 0,03% de MMS no presentó apenas 
degradación, para ninguna de las dosis de UVC. Se observó que en las dosis de 0,2 % MMS 
la degradación del grupo 0 segundos UVC fue mayor incluso que los grupos de dosis de UVC 
75,9 J/m2. En esta gráfica destacaron las dosis de 0,05 y 0,08 % de MMS, las cuales 
mostraron un patrón como el observado para ADN lineal, donde la dosis de 51,75 J/m2 de 




UVC tuvo mayor degradación que las dosis mayores y menores. Y en la dosis de 0,1 % MMS, 
se apreció una diminución similar en la cantidad de ADN para todas las dosis de UVC.  
Las diferencias observadas en las dosis de MMS no resultaron significativas (p=0,341; 
ANOVA). Y la comparación de los diferentes grupos de UVC tampoco dieron resultados 
significativos a través de DMS test (p>0,05) 
 En la gráfica de ADN degradado (Fig. 106, C)), no se observó una tendencia de 
disminución del % de ADN al aumentar las dosis de MMS, como es el caso de la dosis 0,08% 
de MMS, en la cual todas las dosis de UVC presentaron un aumento del % de ADN con 
respecto a la dosis anterior (0,05%). Esto se asume por el hecho de que en esta dosis se 
produjera una mayor degradación del ADN y se acumularan más en esta zona del gel, pero 
la degradación sufrida no generó fragmentos tan pequeños como para escapar del gel. Los 
análisis estadísticos no fueron significativos al comparar las dosis de MMS (p=0,198; 
ANOVA); ni los diferentes grupos de UVC (p> 0,05; DMS test). 
 Por último, en la gráfica de % de ADN total (Fig. 106, D)), sí apareció una tendencia 
a la disminución del % de ADN, sobre todo en la dosis de 0,2 % de MMS. En esta dosis 
además fue observada una disminución en la cantidad de ADN al aumentar la dosis de UVC, 
presentando una disminución mayor en las dosis de 75,9 y 103,5 J/m2 de UVC, cosa que no 
ocurría al analizar ADN lineal o enrollado. En esta gráfica se muestra para la dosis de MMS 
0,2% una diferencia del % de ADN de 0,5 % entre la dosis 24,15J/m2 de UVC y 103,5 J/m2. 
Pero el análisis estadístico de las distintas dosis de MMS no fue significativo (p=0,169; 
ANOVA).   
4.5.2.1. 48 horas  
 En este grupo de ensayos sobre fago T7 se analizaron las mismas dosis de UVC que 
en el anterior grupo (0, 24,15, 51,75, 75,9 y 103,9 J/m2), pero sólo se escogieron 4 dosis 
para MMS (0, 0,03, 0,05, 0,08 %). Se realizaron 2 repeticiones por dosis. En este caso el 
tiempo de exposición fue 48 horas, primero se les aplico la dosis de UVC indicada y a 









Fig. 107: Estudio del efecto de MMS sobre Fago T7 transcurridas 48 horas. Electroforesis (0,8% 
agarosa,  en dos tiempos, primero 15 V durante 15 minutos y posteriormente 60 V durante 160 
minutos). Las muestras se expusieron a MMS (0, 0,01, 0,03, 0,08 %) y Sin UVC. El gel se dividió en 
tres regiones atendiendo a la conformación del fago: ADN lineal, ADN enrollado ADN dañado (≤ 
10000 pb). M: marcador. N: control 4 °C. 
 
 





Fig. 108: Estudio del efecto combinado de UVC y MMS (0, 0,01, 0,03, 0,05, 0,08%) sobre Fago T7. 
Geles de electroforesis (0,8% agarosa en dos tiempos, primero 15 V durante 15 min y 
posteriormente 60 V durante 160 min). A) 24,15 J/m
2
 de UVC; B) 51,75 J/m
2
 de UVC; C) 75,9 J/m
2
 de 
UVC; y D) 103,5 J/m
2
 de UVC. Exponiendo a UVC y a continuación durante 48 horas a MMS. El gel se 
presentó dividido en tres franjas atendiendo a la conformación del bacteriófago: ADN lineal, ADN 




 En los geles (Fig. 107 y 108) se observó que la dosis de 0,08 % MMS provocó 
degradación en todos los grupos de UVC, incluso los controles, por tanto queda descartada 
como dosis para observar diferencias entre grupos UVC. Por otro lado, las dosis de 0,05 y 
0,03 % MMS mostraron una degradación adecuada como para observar la diferencia entre 
las dosis de MMS, mostrando la dosis 51,75 J/m2 una mayor degradación que el resto de 
dosis. También se observó que el grupo 75,9 J/m2 provocó una mayor degradación que 
103,5 J/m2 de UVC, siendo similar a la observada para 51,75 J/m2. Esto se observa en la 
franja de ADN enrollado, la cual es más intensa y clara en las dosis de 24,15 y 103,5 J/m2 
que en los grupos de 51,75 y 75,9 J/m2.   
 Las imágenes obtenidas fueron analizadas a través de GelAnalyzer, 
obteniéndose una curva de intensidad frente a distancia para cada una de las calles del gel, 
véase Anexo (A.1.18). Las curvas se dividieron en tres regiones, como se plantearon en el 
gel: ADN lineal (debajo del pocillo), ADN enrollado (zona entre ADN lineal y > 10000 pb), 
ADN dañado (≤10000 pb); y además se sumó la intensidad medida en toda la calle, ADN 
total. Con estos valores se realizaron las gráficas de la figura 109 (A, B, C y D). En ellas se 
representaron los valores de intensidad como % medio de ADN respecto al valor medido 
para la muestra control (0% MMS); ±SD. El valor 0,01% de MMS en la dosis 24,15 J/m2 de 




Fig. 109: Estudio del efecto combinado de MMS (0, 0,01, 0,03, 0,05, 0,08%) y UVC (0, 24,15, 51,75, 
75,9 y 103,5 J/m
2
. A) % ADN lineal; B) % ADN enrollado; C) % ADN degradado; D) % ADN total. Media 
± SD de 6 repeticiones el control (0 % MMS) y 2 repeticiones el resto de dosis de MMS. 
 
 En la primera gráfica, % medio de ADN lineal (Fig. 109, A), se observó un aumento 
en la degradación al aumentar las dosis de MMS, siendo significativo (p=0,03; ANOVA). 
Pero no se pueden apreciar grandes diferencias entre el grupo 0 J/m2 y las demás dosis de 




UVC, porque presentaron una degradación similar. Pero el grupo 103,5 J/m2 presentó una 
mayor cantidad de ADN 1,01 %, ± 0,03 SD, que el resto de grupos en la dosis 0,05 % MMS, 
este grupo es significativo con la dosis 0, 24,15, 51,75 J/m2 (p<0,05; DMS test). 
 La segunda gráfica, % medio de ADN enrollado (Fig. 109, B), mostró un aumento de 
la degradación de las muestras al aumentar las dosis de MMS, siendo significativo 
(p=0,0009; ANOVA). Por ejemplo, en la dosis de 0,01 % MMS se midieron valores cercanos 
al 1 % en todas las dosis de UVC, mientras que en la dosis 0,08 % MMS los valores medios 
de % de ADN fueron inferiores a 0,4%. Comparando los distintos grupos de UVC, se puede 
concluir que el grupo 0 J/m2 en la dosis 0,08 %MMS mostraba una menor cantidad de ADN 
que el resto de grupos de UVC, esto se explica con el hecho de que el ADN al degradarse se 
acumula en esta zona del gel, y un aumento en esta zona es a causa de que se ha producido 
degradación del ADN, pero esta no ha sido tan grande como para bajar en el gel a regiones 
de tamaño más pequeñas. Este grupo es significativo con todos los grupos de UVC (p< 0,05; 
DMS test) menos con 51,75 J/m2 (p>0,05; DMS test). Por otro lado, la dosis 103,5 J/m2 de 
UVC es significativa con todos los grupos de UVC (p < 0,05; DMS test). Y 51,75 y 75,9 J/m2 
también son significativos (p<0,05; DMS test) entre sí.  
 En la tercera gráfica, ADN degradado (Fig. 109, C), se representó el % de ADN  ≤ 
10000 pb. En esta gráfica se observó un aumento en el % de ADN al aumentar la dosis de 
MMS, siendo significativo (p =0,009; ANOVA). Este aumento se debe a la acumulación de 
ADN degradado de las zonas superiores. En esta región se midió una variación importante 
en la dosis de 0,05 y 0,08 %. En estas dosis de MMS, el grupo 103,5 J/m2 de UVC presentó 
un mayor % de intensidad que el resto de grupos. Este grupo fue significativo con los demás 
grupos de UVC (p < 0,05; DMS test). El resto de grupos de UVC no fueron significativos 
entre ellos.   
 Por último, en la gráfica de ADN total (Fig. 109, D), la cantidad de ADN que se 
representa no parece variar mucho en dosis bajas de MMS, no siendo significativa la 
variación de dosis de MMS (p=0,172; ANOVA). Solo destacó una disminución en el % de 
ADN para la dosis de 0,08% de MMS y esta fue mayor al aumentar las dosis de UVC. Pero el 
grupo 103,5 J/m2 presentó un poco más de cantidad que incluso el control, este grupo fue 















































El daño sobre la molécula de ADN ha sido un tema muy estudiado a lo largo de la 
historia desde que fue descrita la molécula por Watson y Crick en 1953. No solo se han 
estudiado los daños a nivel celular, sino también, las consecuencias que provocan a nivel 
del organismo completo a modo de mutaciones (Ruiz-Gómez y Martinez-Morillo, 2009). 
Los agentes causantes de daño sobre la molécula de ADN son muchos, pero en el 
presente trabajo el estudio se ha centrado en los agentes físicos CMP y UVC, así como dos 
agentes químicos MMS y Bleomicina.  Respecto al CMP los estudios hasta la fecha han sido 
muy contradictorios. El resto de agentes estudiados sí que se ha descrito su actividad como 
agente dañino sobre la molécula de ADN. Pero no se han encontrado relaciones lineales 
entre dosis y daño. Además, estudios de varios agentes a la vez sobre la molécula de ADN 
tampoco se ha realizado muchos hasta la fecha. En este trabajo se pretendió determinar la 
existencia de un aumento del daño sobre el ADN cuando se combinan varios agentes entre 
sí y de esta forma poder determinar mejor los mecanismos de acción. Así como conseguir 
una curva dosis-respuesta de los agentes por sí solos. 
Otro punto importante de este trabajo es sembrar las bases para el desarrollo de 
un dosímetro biológico. A lo largo de la historia se han desarrollado una amplia gama de 
dosímetros tanto biológicos como físicos, pero ninguno de ellos ha sido completamente 
satisfactorio. Por lo que se planteó esta tesis con el objetivo de poder determinar un buen 
método de medición biológica del daño sufrido tras exposiciones a las radiaciones.  
Entre los primeros estudios que se plantearon en este trabajo fue el análisis del 
efecto de la temperatura. La temperatura de exposición es un parámetro importante, 
puesto que es un factor ambiental que afecta a la estabilidad de la molécula de ADN y 
puede provocar falsos positivos si no se controla. En la bibliografía consultada se ha 
analizado la estabilidad térmica del ADN en muchos experimentos, un ejemplo fue el 
realizado por Rogers et al (1999), en el cual observó una clara relación entre temperatura y 
daño. Se han realizado una gran cantidad de estudios, en todos ellos se exponía a la 
molécula de ADN a altas temperaturas. En nuestro trabajo se buscó la temperatura más 
idónea, en la que no se apreciara daño en la molécula de ADN.  
Los resultados obtenidos determinaron que la sensibilidad de la molécula a la 
temperatura va en aumento con el paso del tiempo. Por tanto, las temperaturas de 
exposición podrán ser mayores, llegando hasta un máximo de 30 °C si los tiempos de 
exposición son cortos. Las temperaturas altas (35 °C) provocan daño en la molécula de ADN 
en pocas horas de exposición. Teniendo en cuenta estos resultados se pudo concluir que las 
temperaturas más adecuadas no debían de sobrepasar los 30 °C en los experimentos, para 
así evitar falsos positivos. Hay que tener en cuenta que estos estudios se realizaron sobre 
ADN genómico y no sobre el resto de tipos de ADN empleados (HL-I y fago T7). Se analizó 
ADN genómico porque es el que presenta una menor estabilidad y por tanto más sensible a 
la temperatura. El resto de ADN se asume que al presentar más estabilidad serán menos 
sensibles a la temperatura. Un posible estudio a partir de este punto sería el análisis de los 
otros dos modelos de ADN con diferentes temperaturas. 
Además, la temperatura fue analizada también en el estudio con MMS; se analizó la 
temperatura más adecuada para la actividad de este fármaco. En este estudio se pudo 
concluir que la temperatura idónea rondaba el valor de 25°C, a partir de esta temperatura 
se podía detectar un efecto claro de MMS sobre el ADN. Temperaturas superiores podrían 
dar falsos positivos atendiendo a el efecto que la propia temperatura tiene sobre la 
estabilidad del ADN. Al igual que con la temperatura sólo se analizó el efecto sobre ADN 
genómico, quedaría pendiente su análisis con ADN fago T7 y HL-I. 
Otro agente físico ensayado fue el CMP. A lo largo de los años se han realizado un 
gran número de estudios sobre la actividad de CMP sobre células de mamíferos, dando 




lugar a muchos resultados contradictorios. Por un lado, algunos estudios han descrito claros 
efectos sobre la molécula de ADN, mientras que  otros estudios no detectaron efectos a 
iguales condiciones. Se trata por tanto de un parámetro que aún no se ha encontrado una 
relación clara entre daño y dosis.  
Entre los efectos tóxicos observados del CMP sobre la molécula de ADN se han 
descrito los siguientes: aberraciones cromosómicas, formación de micronúcleos, 
intercambio de cromátidas hermanas y roturas de ADN (Fatigoni et al. 2005, Ivancsits et al 
2002, 2003; Luceri et al 2005; Nakasono et al, 2008; Potenza et al, 2004; Ruiz-Gómez et al, 
2010b; Williams et al 2006).  
De toda la bibliografía estudiada cabe destacar para el presente trabajo por las 
dosis de CM aplicadas el estudio realizado por Kim et al (2010), en él se demostró la 
existencia de un efecto de CMP a baja frecuencia (6 mT, 60 Hz, 30 min/día, durante 3 días) 
sobre células humanas, creando una rotura de doble hélice en el ADN. Este hecho provocó 
la apoptosis celular. En este caso se analizó las células completas y las dosis fueron más 
altas que las aplicadas en la tesis, pero el tiempo de exposición más corto. 
Otro estudio relacionado con este trabajo fue el realizado por Focke et al (2010), en 
el cual, también se encontró un efecto del CM sobre células humanas, en concreto 
fibroblastos. Las células fueron expuestas a un CM intermitente (50Hz, 1mT), dando como 
resultado un aumento de la fragmentación del contenido de ADN. En él, las dosis 
empleadas fueron también superiores a las utilizadas en el trabajo que aquí se presenta y 
cuyo resultado obtenido también fue una fragmentación de ADN. En el estudio realizado 
por Li and Chow (2001), se observó efecto de CM (50Hz, 1,2 mT, durante 5 horas) sobre 
células de E. Coli que presentaban inhibida la vía de respuesta a choque térmico.  
En el presente trabajo se observó efecto del CMP, pero  los tiempos de exposición 
necesarios para observar efecto fueron más largos (16 días) a el realizado por ejemplo por  
Li and Chow (2001), el cual fue un máximo de 5 horas de exposición. Una razón plausible de 
la necesidad de un tiempo más largo fue que en nuestro caso el ADN fue que la dosis era 
más baja. Además que el ADN fue expuesto directamente, y en los estudios descritos 
anteriormente, la exposición fue sobre la célula completa. Por tanto, la célula entre otras 
cosas disponía de especies reactivas de oxígeno, mientras que el ADN cuando está aislado 
no los posee. Atendiendo a esta diferencia, la posible explicación de la necesidad de 
tiempos más largos puede ser que el CMP potencie la actividad de los radicales oxidativos y 
por tanto se esa la causa del daño. Se han encontrado estudios en relación con la actividad 
de CM como el realizado por Potenza et al (2004), sobre plásmido pGEM, este se expuso a 
CMP (200 y 250mT, más de 120 minutos), dando como resultado una rotura directa del 
ADN o potenciando la actividad de los radicales oxidantes de la célula. Por lo que se 
demuestra que la actividad del CM se encuentra relacionada con la potenciación de los 
radicales libres.  
En nuestro estudio se han realizado análisis de sensibilización de la molécula de 
ADN con Bleomicina y MMS, como se explican en siguientes apartados, demostrándose una 
potenciación de la actividad de dichos agentes cuando están expuestos a la vez con el CMP. 
Cosa que demostraría aún más que el efecto principal del CMP es la potenciación de la 
actividad de los radicales libres. En estos ensayos los tiempos de exposición sería muchos 
más cortos. 
Otro grupo de estudios parecen indicar que el primer mecanismo de acción del CM 
puede estar relacionado con el mecanismo RPM (Radical Pair Mechanism). En él se produce 
un cambio en la conformación del espin, desde singlete a triplete. Este hecho está 
relacionado con efectos de baja frecuencia (LFE), dando a los radicales una  vida media más 




proteínas macromoleculares, el citocromo 1 (Cry1) y citocromo 2 (Cry2), (Eveson et al, 
2000; Cintolesi et al, 2003; Ritz et al, 2004; Timmel y Henbest, 2004; Liu et al, 2005).  
Actualmente no existe un mecanismo que explique con seguridad el efecto del CM 
sobre los sistemas biológicos, aunque se han propuesto muchas hipótesis hasta la fecha, 
como la realizada por Till et al (1998) en la que se indicó que CM puede modificar la tasa de 
recombinación de los pares de radicales libres. Timmel et al (1998) postuló que el CM 
puede aumentar la creación de radicales libres. Por otro lado, Eveson et al (2000) concluyó 
que el efecto del CM de baja frecuencia depende del estado de los radicales en la célula.  
 En los últimos años se han realizado algunos estudios respecto a CMP (Liang et al, 
1997; Ahlbom et al, 2000; Greenland et al, 2000; Miyagi et al, 2000; Scarfi et al, 2005; 
Nakasono et al, 2008; Vijayalaxmi y Prihoda, 2009). En todos ellos se han realizado un 
amplio abanico de protocolos de exposición, niveles de intensidad, frecuencias, buscando 
un posible efecto genotóxico en organismos vivos. En el presente trabajo se estudió el 
efecto de rotura en la hebra de ADN, por la relación entre este tipo de daño y algunos 
mecanismos de carcinogénesis (Ruiz-Gómez y Martínez-Morillo, 2009). 
En este trabajo se ha estudiado el efecto directamente sobre la molécula de ADN 
aislada, para de esta forma evitar los mecanismos de reparación que existen en células y 
tejidos, los cuales pueden enmascarar el efecto de los diferentes agentes estudiados. 
También como se describió en anteriores párrafos, para comprobar si existe una 
potenciación de la actividad de los radicales libres presentes en la célula como indican los 
autores (Timmel et al, 1998; Eveson, 2000; Potenza et al, 2004). Según los resultados 
obtenidos cuando se expone sólo a CMP es necesario un tiempo largo de exposición en la 
dosis aplicada (25 Hz, 1,5 mT). Mientras que cuando se expone en combinación con otros 
agentes se observó que era necesario un tiempo menor para detectar el daño. 
Otro aspecto analizado en este trabajo sobre el efecto del CMP es la diferente 
sensibilidad que presentan distintos modelos de ADN. Se analizaron diferentes modelos de 
ADN con el objetivo de  elegir un ADN modelo adecuado para estudios a tiempos largos o 
cortos. Se han estudiado dos tipos de ADN: ADN genómico, procedente de S. Cerevisae, y 
ADN comercial marcador HL-I. Estos dos modelos presentaron diferente estabilidad a un 
mismo tiempo y dosis. De los dos ADN estudiados, el ADN genómico fue el que presentó 
una mayor sensibilidad, presentando degradación en el tiempo analizado de 16 días, 
mientras que el marcador no presentó degradación. Por tanto, el tipo de ADN también se 
debe de tener en cuenta en los estudios realizados con CMP. Una explicación a este hecho 
puede ser la publicada en los estudios realizado por Billen (1990) y Muratori et al (2003). En 
ellos se observó que el ADN genómico presentaba una continua y espontánea degradación 
debido a reacciones oxidativas. En él se analizó la degradación del ADN sin los mecanismos 
de protección intrínsecos en la célula, que son muy activos en organismos vivos y que 
ocultan los daños oxidativos. Por tanto hay que tener en cuenta que el propio ADN puede 
presentar daño a lo largo del tiempo y darnos un falso positivo. Por esa razón las muestras 
de ADN expuestas se compararon con controles, muestras no expuestas pero que han 
estado a iguales condiciones ambientales durante los mismos tiempos. Y como resultado se 
obtuvo una mayor degradación en la muestra expuesta a CMP que en las muestras 
Controles, no expuestas. 
En este trabajo se observó una disminución del contenido total de ADN genómico 
durante el tiempo de exposición, siendo más significativo el valor obtenido en el día 16. Los 
límites de tamaño de ADN inferiores medidos con el sistema experimental empleado 
fueron de 300 pb. Por tanto, los valores de tamaño de ADN inferiores a ese tamaño 
escaparon de la medición. Hay que tener en cuenta también la degradación espontánea 
que se produce en el ADN a causa del paso del tiempo, un efecto razonable y esperable tras 




16 días.  Esto puede ser la explicación de porqué el ADN total disminuye gradualmente en 
ambas muestras expuestas y no expuestas, pero aun así la disminución en el contenido 
total de ADN  fue mayor en las muestras expuestas a CMP que las muestras no expuestas. 
El análisis mediante electroforesis permite la cuantificación del contenido de ADN, 
a través de GelAnalyzer2010a. Empleando este programa y distinguiendo entre ADN 
dañado y no dañado se pudo realizar una cuantificación aproximada de la variación del 
contenido de ADN que presentaban las muestras. Esto es debido a que los geles de 
electroforesis en gel de agarosa al 1% empleados permiten separar fragmentos desde 
10000 pb hasta 300 pb y una concentración de ADN por debajo de 26 ng/por banda. Esta 
misma concentración de agarosa ha sido empleada por otros autores en estudios similares 
de detección de daño sobre ADN (Narita et al, 1997; Hisamitsu et al, 1997; Li y Chow, 2001; 
Potenza et al, 2004). Además, para poder distinguir entre ADN dañado y no dañado, se 
emplea un ADN marcador, con un tamaño de bases comprendido entre 10000 pb y 300 pb. 
En los experimentos se ha asumido que el ADN genómico presenta en estado nativo una 
única banda superior a 10000 pb, lo cual se observa en las muestras controles. Esta técnica 
tiene como ventaja que es capaz de detectar una pequeña degradación de ADN de manera 
fácil. 
El análisis visual de los geles ha sido implementado con un análisis a través del 
programa de análisis de geles: GelAnalyzer2010a, para de esta forma poder realizar una 
cuantificación de lo observado a simple vista. Lo cual constituye una herramienta de ayuda 
importante en el análisis de resultados. Con este aparato se mide la cantidad de pixeles en 
la región marcada. El problema de este programa es cuando las bandas al fragmentarse 
crean una región mayor en la calle y pueden dar mediciones mayores de pixeles, dando por 
tanto errores de medida. Además, otro problema que plantea este programa, es que las 
imágenes analizadas deben de ser tratadas previamente para pasarla a escala de grises, y 
esto añade error experimental a los resultados. Por lo que el análisis de la imagen debe ser 
complementario a la visualización de los geles. 
Otro grupo de estudio presentado fue el análisis del efecto del agente genotóxico 
MMS. Los ensayos con MMS fueron divididos en 4 bloques, en diferentes condiciones: el 
efecto de la temperatura sobre su actividad, el efecto por sí mismo, su combinación con 
CMP y por último su combinación con UVC. 
En primer lugar se analizó la actividad de MMS sobre la molécula de ADN. En ellos 
se demostró que este agente provoca daño sobre la molécula de ADN cuando esta se ve 
expuesta directamente. En la bibliografía consultada la actividad principal de MMS es 
alquilante, (Horváthová et al, 1998; Drablos et al, 2004; Sedwick, 2004; Nay y O’Connor, 
2013). De los estudios realizados el más destacado es el llevado a cabo por Jia et al (2002). 
En él se analizó el efecto del MMS sobre células de levaduras, para establecer un sistema 
estable y sensible de detección de daño sobre el ADN,  analizando el efecto del MMS en la 
cascada de síntesis de la proteína RNR3-lacZ. Estos autores, demostraron un efecto claro de 
este agente en la cascada de síntesis.  
En el trabajo realizado por Doak SH, et al (2007), se analizaron diferentes agentes 
carcinogénicos sobre células de Linfoblastos, entre los que se incluyó a MMS, obteniéndose 
una curva de respuesta no lineal. Además, se observó que una exposición a dosis bajas no 
mostraba daños a nivel cromosómico. En general toda la bibliografía consultada parece 
clara en el efecto alquilante que presenta este agente. Esta circunstancia se corresponde 
con los resultados obtenidos en la presente tesis, observándose un efecto mayor al 
aumentar las dosis.  
El hecho de que en muchos ensayos no se apreciase una relación tan clara  entre 




mecanismos de reparación intrínsecos celulares, que fueron evitados al usar ADN aislado. 
Relacionado con este punto, se han publicado algunos artículos sobre las vías de reparación 
que posee la célula, para el daño causado por MMS (Scudiero et al, 1973; Lakin y Jackson, 
1999; Tercero y Diffley, 2001), encontrándose un amplio rango de mecanismos de 
reparación celular.   
Por tanto los resultados obtenidos en este trabajo, curvas de respuesta mayores a 
bajas dosis de exposición y una mayor linealidad que las presentadas por los otros autores; 
fueron debidas a que no existieron mecanismos de reparación celular, ya que el ADN se vio 
expuesto directamente. 
Otro grupo de análisis realizado con MMS, fue la combinación de MMS con otro 
agente, CMP y así poder comprobar el efecto de una combinación entre ambos. Se eligió 
esta combinación, ya que la bibliografía consultada sobre CMP, parece demostrar que una 
de las actividades del CMP es la formación de radicales libres, y que este efecto en 
presencia de un agente alquilante puede verse aumentado.  
En el trabajo realizado por Luukkonen et al (2011), se estudia de la combinación de 
ambos agentes; MMS (10, 15, 20 µg/ml durante 3 horas) y CMP (50 Hz, 100 µT durante 24 
horas) sobre células de neuroblastoma humano. El método de análisis fue a través de un 
ensayo Commet. En él se concluye que existe un efecto mayor del MMS cuando las células 
están pre-expuestas a CM, pero no es un efecto estadísticamente significativo. Esta falta de 
relación estadística puede explicarse, debido a que al tratarse de células completas, poseen 
mecanismos de reparación que pueden enmascarar el efecto real. Por eso en el presente 
trabajo se han combinado ambos agentes. Pero el protocolo de actuación ha sido diferente, 
analizando el efecto sobre ADN aislado. No se han encontrado trabajos que combinen 
ambos agentes con ADN a las mismas condiciones, por lo que no se pueden comparar los 
resultados obtenidos. Además, el método de análisis fue distinto, puesto que estudiaron el 
daño a través de ensayo Comet, mientras que en el presente trabajo se analizó el daño 
directo a través de electroforesis en gel de agarosa. Aún con las diferencias entre ambos 
estudios, los resultados obtenidos tras los ensayos, han demostrado que existe un 
incremento del daño de la molécula de ADN cuando se combinan ambos agentes; 
apareciendo  efecto a dosis más bajas y en menor tiempo que cuando están expuestos 
ambos agentes por separado. Por lo que MMS combinado con CMP aumenta la 
degradación de la molécula de ADN.  
El efecto de combinación de ambos agentes fue observado a tiempos cortos de 
exposición, pero no a tiempos largos. Esto pudo ser debido a que el daño provocado a 
tiempos largos sea tan elevado que no diferencie si es por un agente o por la combinación 
de los dos.  
Con el ensayo temperatura-MMS se observó una relación directa entre la 
temperatura y el daño provocado por MMS sobre el ADN. Y gracias al experimento 
realizado para la sensibilidad del ADN a la temperatura, se puede descartar la temperatura 
a la cual el daño observado es debido a la temperatura, ya que el daño se produce con 
temperaturas superiores a 30 °C, además que se emplearon controles en los cuales las 
muestras se expusieron a la misma temperatura y condiciones ambientales. Con la 
combinación de ambos experimentos se pudo determinar que la temperatura ideal para 
analizar el efecto de MMS, sin verse solapado por el efecto de la temperatura, serían 
valores inferiores a 30 °C, mientras que valores mayores de temperatura provocaría daños 
la temperatura sobre el ADN. Por otro lado valores iguales o inferiores a 25 °C el MMS 
muestra menor efecto. No se probaron valores inferiores a 25 °C porque es la temperatura 
media que se alcanza en el laboratorio de manera controlada, valores inferiores no suelen 




obtenerse en el laboratorio. Un estudio complementario sería medir la actividad a 
temperaturas inferiores a 25 °C.   
Los tres modelos de ADN estudiados para conocer la sensibilidad a MMS fueron, 
ADN genómico, Fago T7 y marcador comercial HL-I. Los tres modelos presentaron una 
diferente sensibilidad al MMS. El modelo de ADN que presento una mejor relación entre 
sensibilidad y detección fue el ADN genómico procedente de S. Cerevisae. Estos resultados 
se tuvieron en cuenta para los posteriores ensayos con otros fármacos y la combinación de 
MMS y UVC. El fago T7 presentaba mayor sensibilidad, pero los métodos para visualizar el 
daño, al tener dos conformaciones se hace más complicado. El ADN marcador por su parte, 
presenta una menor sensibilidad a MMS, siendo necesarias dosis más altas para medir 
degradación.  
Las técnicas de visualización de daño volvieron a ser electroforesis y análisis a 
través de GelAnalyzer. Al igual que ocurre con el estudio de CMP, en este caso los valores 
de intensidad medidos por GelAnalyzer hay que combinarlos con la observación de la 
gráfica. Ya que los valores de intensidad medidos pueden ser debido a artefactos o 
alteraciones de la banda de ADN.  
En el análisis con UVC se hicieron repeticiones de dosis de MMS sobre ADN 
genómico y fago T7, los resultados tras su análisis con GelAnalyzer y SPSS, dieron valores 
significativos en algunos de las regiones del gel analizadas como se explicará a 
continuación. 
El estudio con el fármaco Bleomicina consistió en evaluar el efecto que sobre el 
ADN presenta por sí solo y en combinación con CMP.  Como modelo de ADN sólo se empleó 
ADN genómico procedente de S. Cerevisae, puesto que resultó ser el ADN más sensible y 
con una mejor posibilidad de detección del daño. No obstante se puede plantear como 
línea futura el empleo de otros modelos de ADN, para determinar las diferencias de 
sensibilidad que presentan a Bleomicina.  
El efecto del antibiótico Bleomicina sobre la estabilidad genómica ha sido 
corroborado en números estudios (Steighner y Povirk, 1990), determinando que Bleomicina 
provoca una primera rotura simple de la cadena de ADN y posteriormente rotura doble. Se 
han encontrado muchos artículos que determinan la existencia de daño sobre el ADN y la 
activación de los mecanismos implicados en reparación de rotura simple y doble (Povirk, 
1995; Pastwa et al, 2001; Kawaguchi et al, 2010).  
En todos los artículos se considera a Bleomicina como un agente capaz de provocar 
roturas dobles y simples en la cadena de ADN, en ellos se han tenido en cuenta la existencia 
de mecanismos de reparación no homologa y de recombinación homóloga para su 
reparación. En nuestro caso al emplear ADN aislado, se evitan los mecanismos de 
reparación existentes en la célula, y de esta forma se puede observar una relación lineal 
entre dosis y respuesta. No se ha observado una relación lineal exacta, pero sí se ha 
demostrado que al aumentar las dosis de Bleomicina se produce un aumento de la rotura 
en la hélice de ADN. En este estudio la dosis necesarias siempre han sido muy altas y los 
tiempos de exposición largos.  
En los artículos anteriormente citados, se ha empleado como método principal de 
detección el ensayo Commet, para poder determinar la existencia de roturas dobles o 
simples. En este trabajo no se ha tenido en cuenta el tipo de roturas creadas, este podría 
ser un ensayo posterior, puesto que el método de análisis fue mediante electroforesis en 
gel de agarosa. Con este método lo único que se mide es la aparición de roturas por la 




imagen se realizó con GelAnalyzer y la división de zonas se hizo teniendo en cuenta el 
marcador. 
Como resultado general se puede confirmar lo descrito en estudios anteriores, que 
al aumentar las dosis de Bleomicina sobre el ADN aumenta el daño, observándose en el gel 
de electroforesis una disminución en la cantidad de ADN por encima de 10000 pb, 
considerado como ADN no dañado. No obstante no se ha podido obtener una relación 
lineal con las dosis empleadas. Un posible estudio con otros modelos de ADN podrían ser 
también una vía para trabajos futuros.  
Respecto al estudio con Bleomicina combinada con CMP, no se encontró bibliografía 
en la que otros autores empleen esta combinación sobre ADN aislado, únicamente se ha 
publicado un trabajo donde se realizó una exposición combinada a ambos agentes sobre 
Astrocitos de rata, en él se mide el aumento de la formación de micronúcleos (Miyakoshi et 
al, 2012). En este estudio se demuestra que existe un aumento en la aparición de 
micronúcleos al combinar ambos agentes. El mecanismo de acción es a través de la 
formación de especies reactivas de oxígeno. En nuestro caso el análisis se centró en el 
efecto sobre la rotura de ADN, por lo que los resultados no se pueden comparar. Pero tanto 
el estudio realizado por Miyakosy et al (2012), como en la presente tesis, se aplicaron pulsos 
de 50Hz, 10 mT de CMP.  
El resultado del presente trabajo, igual que ocurrió con MMS, permitió observar un 
aumento del daño en las muestras expuestas en combinación con ambos agentes. Con lo 
que se pudo corroborar que la combinación de Bleomicina junto con CMP presenta una 
mayor actividad que ambos agentes aplicados por sí solos sobre el ADN aislado.  
En este trabajo se analizó la aparición de daño en la cadena de ADN y no se tuvieron 
en cuenta los mecanismos de reparación celular, puesto que las muestras expuestas fueron 
de ADN aislado.  
Un último grupo de análisis fue el estudio de la combinación de radiación UVC junto 
con MMS. Ambos agentes provocan la rotura de la cadena de ADN por separado, a través 
de mecanismos muy distintos. (Beard et al, 1996; Kawaguchi, 2010). Ambos agentes 
presentan una misma vía de mecanismos de reparación celular, siendo ésta a través de 
activación de sitios AP-1 (Liu et al, 1995). En la bibliografía consultada no se han encontrado 
artículos que combinen ambos agentes para evaluar daño sobre la molécula de ADN, como 
se ha realizado en este trabajo. 
En el caso de UVC se conoce muy bien el mecanismo de acción sobre la molécula de 
ADN y los métodos de reparación existente en la célula (Besartinia y Pfeifer, 2012). En 
concreto se clasifica a este agente como un agente que provoca la generación de dímeros 
de pirimidina. 
En nuestro caso el análisis se centró en la medición cualitativa y cuantitativa del 
daño provocado sobre la molécula de ADN basándonos en la medición de la degradación de 
las moléculas de ADN en geles de electroforesis. Los resultados mostraron una degradación 
mayor de la molécula de ADN cuando se produce una combinación de ambos agentes. Pero 
las dosis no presentaron una relación esperable, puesto que al aumentar la dosis de UVC a 
partir de 51,75 J/m2 no aumento el daño medido en algunos casos. Siendo 107,5 J/m2 la 
dosis que presentaba menos degradación.  
La degradación también se estudió con dos modelos de ADN diferentes, ADN 
genómico, procedente de S. Cerevisae y ADN comercial de fago T7. El empleo de dos tipos 
de ADN se realizó para poder comparar la diferente estabilidad que presentan distintos 
modelos de ADN. Con ambos modelos de ADN se observó una mayor degradación cuando 
se combinaban MMS y UVC pero, la mejor cuantificación fue la que se realizó para ADN 




genómico, ya que presentó una mayor degradación al observar los geles. Además el ADN 
del fago al presentar dos conformaciones hace más difícil la visualización y cuantificación 
del daño sufrido a través de electroforesis, por lo que se descartó para posteriores ensayos.  
Estos grupos de ensayos con ADN genómico y ADN fago T7 tuvieron varias 
repeticiones, lo que hizo posible su análisis estadístico. Por un lado ADN genómico fue 
estadísticamente significativa la relación entre las dosis de MMS y el daño en el caso de 24 
horas para el ADN total (p<0,05; ANOVA), mientras que 48 horas de exposición fue 
estadísticamente significativo el grupo de ADN dañado (p<0,05; ANOVA). En el caso de ADN 
fago T7, las muestras que fueron estadísticamente significativas entre dosis de MMS y daño 
fueron a 48 horas de exposición en el caso de ADN lineal, enrollado y dañado. 
Por otro lado al comparar estadísticamente los distintos grupos de UVC se 
obtuvieron también resultados diferentes entre ADN genómico y ADN fago T7. ADN 
genómico fue significativo el grupo 75,9 J/m2 con el resto de dosis de UVC en ADN total, del 
grupo 24 horas y ADN dañado del grupo 48 horas. El resto de regiones del gel solo fueron 
significativas algunas dosis de UVC con 75,9J/m2. Y en el caso de ADN fago T7 la dosis que 
fue más significativa para 24 horas de exposición fue 103,5 J/m2 con 0 en el caso de ADN 
dañado y ADN total y con 51,75 J/m2 en el caso de ADN lineal. El grupo ADN enrollado no 
presentó ninguna muestra de UVC significativa. Y en el experimento de 48 horas volvió a 
ser las dosis 103,5 J/m2 la más significativa; en ADN enrollado fue significativa con todos los 
grupos de UVC y también la dosis 0 J/m2 fue significativa. En el resto de modelos de ADN 
no fue significativa para todas las dosis de UVC.  
A razón de estos resultados obtenidos tras medir con GelAnalyzer la intensidad de 
la señal y su posterior análisis mediante SPSS, no se puede decir que existe una clara 
relación entre dosis de MMS y UVC y daño tanto en ADN genómico como ADN fago T7. 
Pero estos datos hay que tener en cuenta que el programa mide la intensidad de la señal de 
una zona y esta puede tener errores como artefactos. Por lo que los datos cuantitativos hay 
que combinarlos con las imágenes obtenidas del gel. 
 En la presente tesis se ha evaluado el daño sobre la molécula de ADN aislada. No se 
han tenido en cuenta que efectos finales se obtendrían tras la exposición, puesto que se 
han obviado los mecanismos de reparación. Se decidió este planteamiento para poder 
determinar el daño provocado a nivel de ADN, no a nivel del organismo, como en muchos 
otros experimentos realizados. De esta forma se pudo detectar relaciones entre dosis y 
daño de los diferentes agentes (CMP, MMS, Bleomicina, UVC). 
La línea futura de este estudio se plantea el poder estandarizar los resultados para 
obtener una relación directa entre dosis y daño. Y de esta forma midiendo el daño sobre el 
ADN se pueda determinar la dosis aplicada de los distintos agentes. A raíz de los resultados 
obtenidos parece ser que una línea a seguir es el estudio de la combinación de agentes 
como Bleomicina o MMS para medir el daño de CMP. Ya que por sí solo parece necesitar 
mayor tiempo. Y de esta forma obtener un nuevo método de dosimetría biológica.  
Por otro lado respecto al modelo de ADN, el ADN genómico es él que presenta una 
mayor sensibilidad a corto plazo. Pero plantea como problemas que a largo plazo parece 
resultar un ADN menos estable. Además los métodos de obtención pueden plantear errores 
experimentales. El ADN del Fago T7 quedó totalmente descartado, puesto que se trata de 
un ADN que presenta una medición a través de electroforesis más difícil, al tener dos 
conformaciones. Y por último el ADN marcador presentó una menor sensibilidad ya que en 
los tiempos analizados con MMS y CMP apareció daño pero a dosis altas. Pero queda 
pendiente para futuros trabajos su estudio a tiempos más largos. Ya que como ventaja 




Otra línea futura que se abre a partir de este estudio, es el análisis del daño 
combinado de los agentes físicos CMP y UVC. Ya que cuando se han combinado con MMS 
ambos han demostrado mayor actividad. Así como el estudio combinado del otro agente 
químico Bleomicina con UVC. 
Por último el método de análisis a través de electroforesis presenta un serio 
problema en cuanto a su cuantificación, ya que el método usado para cuantificar 
GelAnalyzer puede llevar a errores, debido a su medición de la intensidad de la señal frente 
a distancia. Un posible camino podría ser el determinar un mejor método para la 
cuantificación, a través de electroforesis bidimensionales. O desarrollar un programa de 

























































1. La exposición durante un largo período a campo magnético pulsado (1,5 mT, 25 Hz, 
8 h/día, 16 días) induce un incremento en la degradación espontánea del ADN 
genómico; sin embargo, no se produce efecto sobre el ADN marcador HL-I. 
 
 
2. La exposición al agente MMS induce degradación del ADN genómico y marcador 
HL-I a dosis superiores a 0,5 %, así como del ADN del fago T7 a dosis superiores a 
0,08 %.  
 
 
3. La exposición a bleomicina durante un corto período induce la degradación del ADN 
a dosis superiores a 0,6 UI/ml, mientras que la dosis mínima necesaria para 
provocar ese efecto es de 0,15 UI/ml tras 72 h de exposición. 
 
 
4. El campo magnético pulsado (1,5 mT, 25 Hz) potencia el efecto genotóxico del 
MMS ya que induce un incremento de la degradación del ADN genómico por MMS, 
en co-exposiciones durante 15 minutos. 
 
 
5. El campo magnético pulsado (1,5 mT, 25 Hz) potencia el efecto genotóxico de la 
bleomicina. El mayor efecto se produce en co-exposiciones durante 24 horas, 
existiendo una relación entre tiempo de exposición y dosis de bleomicina. 
 
 
6. La radiación UVC en combinación con MMS induce un incremento del efecto de 
degradación del ADN provocado por el MMS. Este efecto se observa tanto en ADN 
genómico como en ADN del fago T7 para dosis de UVC de 51,75 J/m2 y exposiciones 
a MMS durante 48 horas.  
 
 
7. El ADN genómico es un buen modelo para ensayos con bajas dosis de agentes 
genotóxicos mientras que el ADN del marcador HL-I al presentar mayor estabilidad 
lo hace más últil en ensayos con dosis altas y tiempos de exposición más largos. El 
empleo de ADN del fago T7 presenta mayor dificultad de análisis debido a las 
distintas conformaciones que presenta. 
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A.1. Perfiles de ADN 
A.1.1.  Efecto de la temperatura sobre la estabilidad del ADN (apartado 4.1. 
en resultados) 
-Marcador   -Control 4°C 
 
-18 ºC 
  -1 día    -6 días 
 
  -10 días   -16 días 
 
  





-1 día    -6 días 
 
   -10 días   -16 días 
 
  -32ºC 
-1 día    -6 días 
 






  -35 ºC 
-1 día    -6 días 
 
-10 días   -16 días 
 
A.1.2.  Exposición de ADN genómico a CMP (apartado 4.2.2. en resultados): 
  -Marcador:   -Control 
 
 -Grupo Control: 
  -Día 1:    -Día 4: 
 
  





  -Día 8:    -Día 11: 
 
  -Día 16: 
 
-Grupo Campo Magnético Pulsado: 
  -Día 1:    -Día 4: 
 







  -Día 16: 
 
A.1.3. Estudio del efecto de la temperatura sobre la actividad de MMS 
(4.3.1. en resultados) 
-Grupo 25 °C 
 -0% MMS   -0,5 % MMS
 
 -1 % MMS 
 
-Grupo 30 ºC 
 -0% MMS   -0,5 %
 
  




-1 % MMS 
 
-Grupo 40ºC 
 -0% MMS   -0,5 % MMS 
 
  -1 % MMS 
 
A.1.4. Exposición de ADN HL-I a MMS, tiempos cortos (apartado 4.3.2.1. en 
resultados): 






  -Grupo 15 minutos: 
  -0% MMS   -0,5% MMS 
 
-0,8% MMS   -1 % MMS 
 
  -1,2 % MMS   -1,5 % MMS 
 
-Grupo 30 minutos: 
  -0% MMS   -0,5% MMS 
 
  




-0,8% MMS    -1 % MMS 
 
-1,2 % MMS    -1,5 % MMS 
 
  -Grupo 45 minutos: 
  -0% MMS    -0,5% MMS 
 






  -1,2 % MMS    -1,5 % MMS 
 
  -Grupo 60 minutos: 
  -0% MMS    -0,5% MMS 
 
  -0,8% MMS    -1 % MMS 
 
-1,2 % MMS    -1,5 % MMS 
 
  








  -Grupo 24 horas: 
-0 % MMS    -0,001 % MMS 
 
  -0,01 % MMS    -0,1 % MMS 
 






   -Grupo 48 horas: 
  -0 % MMS    -0,001 % MMS
 
-0,01 % MMS    -0,1 % MMS 
 
  -0,5 % MMS 
 
   -Grupo 72 horas: 
-0 % MMS    -0,001 % MMS 
 




  -0,01 % MMS    -0,1 % MMS
 
-0,5 % MMS 
 
  -Grupo 96 horas: 
  -0 % MMS    -0,001 % MMS 
 






-0,5 % MMS 
 





-0 % MMS 
 
  




  -0,03 % MMS  
 
 







-0,1 % MMS 
 
 








A.1.7. Exposición combinada MMS y CMP, tiempos de exposición cortos 
(apartado 4.3.4.1. en resultados) 




-0% MMS    -0,2 % MMS 
 
-0,5% MMS    -0,8 % MMS 
 






-Grupo Campo Magnético Pulsado 
-0% MMS    -0,2% MMS 
 













-0% MMS    -0,2 % MMS 
 
-0,5% MMS    -0,8 % MMS 
 
-1 % MMS 
 
-Grupo Campo Magnético Pulsado 














 -0% MMS    -0,2 % MMS
 
  




-0,5% MMS    -0,8 % MMS 
 
- 1 % MMS 
 
-Grupo Campo Magnético Pulsado 
-0% MMS    -0,2% MMS 
 







 -1% MMS 
 




 -0% MMS    -0,2 % MMS 
 
 -0,5% MMS    -0,8 % MMS 
 
  




- 1 % MMS 
 
-Grupo Campo Magnético Pulsado 
-0% MMS    -0,2% MMS 
 








A.1.8.  Exposición combinada MMS y CMP tiempos de exposición largos 
(apartado 4.3.4.2. en resultados): 




 -0% MMS    -0,2% MMS 
 
-0,3% MMS    -0,4% MMS 
 
 -0,5% MMS    -0,8% MMS 
 
  




-Grupo Campo Magnético Pulsado: 
-0% MMS   -0,2% MMS 
 
-0,3% MMS    -0,4% MMS 
 
-0,5% MMS    -0,8% MMS 
 









 -0% MMS    -0,2% MMS 
 
-0,3% MMS    -0,4% MMS 
 
-0,5% MMS    -0,8% MMS 
 
-Grupo Campo Magnético Pulsado: 
-0% MMS    -0,2% MMS 
 
  




-0,3% MMS    -0,4% MMS 
 
-0,5% MMS    -0,8% MMS 
 




  -0 UI/ml Bleomicina   -0,015 UI/ml Bleomicina 
 




-0,03 UI/ml Bleomicina    -0,045 UI/ml Bleomicina
 
-0,06 UI/ml Bleomicina    -0,0715 UI /ml Bleomicina 
 
-0,15 UI /Ml Bleomcina    -0,3 UI/ml Bleomcina 
 
-0,45 UI / ml Bleomcina   -0,6 UI/ml Bleomcina 
 
  




A.1.10. Exposición solo a Bleomicina, tiempos de exposición largos (24, 48 
y 72 horas) (apartado 4.4.1.2. en resultados). 
-Marcador    -Control 4°C 
 
-Grupo 24 horas 
-0 UI/ml Bleomicina    -0,015 UI/ml Bleomicina 
 
-0,045 UI/ml Bleomcina  -0,15 UI/ml Bleomcina 
 






-Grupo 48 horas 
 -0 UI/ml Bleomicina   -0,015 UI/ml Bleomicina 
 
-0,045 UI/ml Bleomcina  -0,15 UI/ml Bleomcina 
 
-0,45 UI/ml Bleomcina 
 
-Grupo 72horas 
 -0 UI/ml Bleomicina   -0,015 UI/ml Bleomicina 
 
  




-0,045 UI/ml Bleomcina  -0,15 UI/ml Bleomcina 
 
-0,45 UI/ml Bleomcina 
 
A.1.11. Exposición a Bleomicina y Campo Magnético Pulsado, Exposición 
dosis altas Bleomicina (apartado 4.4.2.1. en resultados). 
A) 24 horas de exposición 
-Marcador 
 
  -Grupo Control 






-0,03 UI/ml Bleomicina   -0,045 UI/ml Bleomicina 
 
-0,05 UI/ml Bleomicina   -0,15 UI/ml Bleomicina 
 
-0,3 UI/ml Bleomicina   -0,45 UI/ml Bleomicina 
 









-0 UI/ml Bleomicina   -0,015 UI/ml Bleomicina 
 
-0,03 UI/ml Bleomicina   -0,045 UI/ml Bleomicina 
 
-0,05 UI/ml Bleomicina   -0,15 UI/ml Bleomicina 
 






-0,6 UI/ml Bleomicina 
 
B) 48 horas de exposición 
-Marcador   -Control 4°C 
 
-Grupo Control 
-0 UI/ml Bleomicina    -0,015 UI/ml Bleomicina 
 
-0,03 UI/ml Bleomicina    -0,045 UI/ml Bleomicina 
 
  




-0,05 UI/ml Bleomicina    -0,15 UI/ml Bleomicina 
 
-0,3 UI/ml Bleomicina    -0,45 UI/ml Bleomicina 
 
-0,6 UI/ml Bleomicina 
 
-Grupo CMP 






-0,03 UI/ml Bleomicina   -0,045 UI/ml Bleomicina 
 
-0,05 UI/ml Bleomicina   -0,15 UI/ml Bleomicina 
 
-0,3 UI/ml Bleomicina   -0,45 UI/ml Bleomicina 
 
-0,6 UI/ml Bleomicina 
 
  




C) 72 horas de exposición 
 -Marcador    -Control 4°C
 
-Grupo Control 
-0 UI/ml Bleomicina   -0,015 UI/ml Bleomicina 
 
-0,03 UI/ml Bleomicina   -0,045 UI/ml Bleomicina 
 






-0,3 UI/ml Bleomicina   -0,45 UI/ml Bleomicina 
 
-0,6 UI/ml Bleomicina 
 
-Grupo CMP 
-0 UI/ml Bleomicina    -0,015 UI/ml Bleomicina 
 
-0,03 UI/ml Bleomicina    -0,045 UI/ml Bleomicina 
 
  




-0,05 UI/ml Bleomicina    -0,15 UI/ml Bleomicina 
 
-0,3 UI/ml Bleomicina    -0,45 UI/ml Bleomicina 
 
-0,6 UI/ml Bleomicina 
 
A.1.12. Exposición combinada de Bleomicina y CMP; dosis bajas de 
Bleomicina (apartado 4.4.2.2. en resultados) 
A) 24 horas de exposición 







 -0 UI/ml Bleomicina   -0,0015 UI/ml Bleomicina 
 
-0,003 UI/ml Bleomicina  -0,0037 UI/ml Bleomicina 
 
-0,0045 UI/ml Bleomicina  -0,006 UI/ml Bleomicina 
 
-0,015 UI/ml Bleomicina  -0,03 UI/ml Bleomicina 
 
  





 -0 UI/ml Bleomicina   -0,0015 UI/ml Bleomicina 
 
-0,003 UI/ml Bleomicina  -0,0037 UI/ml Bleomicina 
 
-0,0045 UI/ml Bleomicina  -0,006 UI/ml Bleomicina 
 






B) 48 horas de exposición 
-Marcador    -Control 4°C 
 
-Grupo Control 
-0 UI/ml Bleomicina   -0,0015 UI/ml Bleomicina 
 
-0,003 UI/ml Bleomicina  -0,0037 UI/ml Bleomicina 
 
-0,0045 UI/ml Bleomicina  -0,006 UI/ml Bleomicina 
 
  




-0,015 UI/ml Bleomicina  -0,03 UI/ml Bleomicina 
  
-Grupo CMP 
 -0 UI/ml Bleomicina   -0,0015 UI/ml Bleomicina 
 
-0,003 UI/ml Bleomicina  -0,0037 UI/ml Bleomicina 
 






-0,015 UI/ml Bleomicina  -0,03 UI/ml Bleomicina 
 
A.1.13. Exposición a MMS y Ultra Violeta C, Exposición ADN genómico. 
Exposición mismos tiempos 1 hora (apartado 4.5.1.1.a) en resultados). 
A) Gel superior 
-Marcador 
 
-Grupo 0 segundos UVC 




-Grupo 7 segundos UVC 




 -0 % MMS    -0,5 % MMS 
 
-1 % MMS 
 
-Grupo 15 segundos UVC 








b) Segundo gel 
 -Marcador    -Control 4°C 
 
-Grupo 0 segundos UVC 
 -0% MMS    -1,5 % MMS 
 
-1,8% MMS    -2% MMS 
 
-2,2% MMS    -2,5% MMS 
 
  




-Grupo 7 segundos UVC 
-0% MMS    -1,5 % MMS 
 
-1,8% MMS    -2% MMS 
 
-2,2% MMS    -2,5% MMS 
 
-Grupo 15 segundos UVC 






-1,8% MMS    -2% MMS 
 
-2,2% MMS    -2,5% MMS 
 
-Grupo 22 segundos UVC 
-0% MMS    -1,5% MMS 
 
-1,8% MMS    -2% MMS 
 
  




-2,2% MMS    -2,5% MMS 
 
-Grupo 22 segundos UVC 
-0% MMS    -1,5% MMS 
 
-1,8% MMS    -2% MMS 
 






A.1.14. Exposición a MMS y Ultra Violeta C, Exposición ADN genómico. 
Exposición mismos tiempos 24 horas (apartado 4.5.1.1.b) en resultados). 
Gel A)  
-Marcador    -Control 4°C 
 
-Grupo 0 segundos UVC 
-0% MMS    -0,05% MMS 
 
-0,08% MMS    -0,1% MMS 
 
-0,2% MMS    -0,3% MMS 
 
  




- Grupo 7 segundos UVC 
 -0% MMS    -0,05% MMS 
 
-0,08% MMS    -0,1% MMS 
 
-0,2% MMS    -0,3% MMS 
 
-Grupo 15 segundos UVC 






-0,08% MMS    -0,1% MMS 
 
-0,2% MMS    -0,3% MMS 
 
- Grupo 22 segundos UVC 
 -0% MMS    -0,05% MMS 
 
-0,08% MMS    -0,1% MMS 
 
  




-0,2% MMS    -0,3% MMS 
 
- Grupo 30 segundos UVC 
 -0% MMS    -0,05% MMS 
 
-0,08% MMS    -0,1% MMS 
 






b) Gel B): 
-Marcador    -Control 4°C 
 
-Grupo 0 segundos UVC 
 -0% MMS    -0,1% MMS 
 
-0,2% MMS    -0,3% MMS 
 
-0,4% MMS    -0,5% MMS 
 
  




-Grupo 7 segundos UVC 
 -0% MMS    -0,1% MMS 
 
-0,2% MMS    -0,3% MMS 
 
-0,4% MMS    -0,5% MMS 
 
-Grupo 15 segundos UVC 






-0,2% MMS    -0,3% MMS 
 
-0,4% MMS    -0,5% MMS 
 
-Grupo 22 segundos UVC 
-0% MMS    -0,1% MMS 
 
-0,2% MMS    -0,3% MMS 
  
  




-0,4% MMS    -0,5% MMS 
  
-Grupo 30 segundos UVC 
 -0% MMS    -0,1% MMS 
 
-0,2% MMS    -0,3% MMS 
 






c) Gel C: 
-Marcador    -Control 4°C 
 
-Grupo 0 segundos UVC 
 -0% MMS    -0,2% MMS 
 
-0,5% MMS    -0,8% MMS 
 
-1% MMS    -1,2% MMS 
 
  




-Grupo 7 segundos UVC 
-0 % MMS    -0,2% MMS 
 
-0,5% MMS    -0,8% MMS 
 
-1% MMS    -1,2% MMS 
 
-Grupo 15 segundos UVC 






-0,5% MMS    -0,8% MMS 
 
-1% MMS    -1,2% MMS 
 
 -Grupo 22 segundos UVC 
-0% MMS    -0,2% MMS 
 
-0,5% MMS    -0,8% MMS 
 
  




-1% MMS    -1,2% MMS 
 
 -Grupo 30 segundos UVC 
-0 % MMS    -0,2% MMS 
 
-0,5% MMS    -0,8% MMS 
 






A.1.15. Exposición a MMS y Ultra Violeta C, Exposición ADN genómico. Exposición 
mismos tiempos 48 horas (apartado 4.5.1.1.c) en resultados). 
A) Gel A: 
-Marcador    -Control 4°C 
 
-Grupo 0 segundos UVC: 
-0% MMS    -0,01% MMS 
 
-0,02% MMS    -0,05% MMS 
 
-0,08% MMS    -0,1 % MMS 
 
 




-Grupo 7 segundos UVC: 
-0% MMS    -0,01% MMS 
 
-0,02% MMS    -0,05 % MMS 
 
-0,08% MMS    -0,1% MMS 
 
-Grupo 15 segundos UVC: 






-0,02% MMS    -0,05 % MMS 
 
-0,08% MMS    -0,1% MMS 
 
-Grupo 22 segundos UVC: 
-0% MMS    -0,01% MMS 
 
-0,02% MMS    -0,05 % MMS 
 
  




-0,08 % MMS    -0,1 % MMS 
 
-Grupo 30 segundos UVC: 
-0% MMS    -0,01% MMS 
 
-0,02% MMS    -0,05 % MMS 
 







B) Gel B: 
-Marcador    -Control 4°C 
 
-Grupo 0 segundos UVC: 
-0% MMS   -0,1% MMS 
 
-0,2 % MMS   -0,3 % MMS 
 
-0,4% MMS    -0,5% MMS 
 
  




-Grupo 7 segundos UVC: 
-0% MMS    -0,1% MMS 
 
-0,2% MMS    -0,3% MMS 
 
-0,4% MMS    -0,5% MMS 
 
-Grupo 15 segundos UVC: 






-0,2% MMS    -0,3% MMS 
 
-0,4% MMS    -0,5% MMS 
 
-Grupo 22 segundos UVC: 
-0% MMS    -0,1% MMS 
 
-0,2% MMS    -0,3% MMS 
 
  




-0,4% MMS    -0,5% MMS 
 
-Grupo 30 segundos UVC: 
-0% MMS    -0,1 % MMS 
 
-0,2 % MMS    -0,3 % MMS 
 






c) Gel C: 
-Marcador    -Control 4°C 
 
-Grupo 0 segundos UVC 
 -0% MMS    -0,2% MMS 
 
-0,5% MMS   -0,8% MMS 
 
-1% MMS    -1,2% MMS 
 
  




-Grupo 7 segundos UVC 
-0% MMS    -0,2% MMS 
 
-0,5% MMS    -0,8% MMS 
 
 -1% MMS    -1,2% MMS 
 
 -Grupo 15 segundos UVC 






-0,5% MMS    -0,8% MMS 
 
-1% MMS    -1,2% MMS 
 
 -Grupo 22 segundos UVC 
-0% MMS    -0,2% MMS 
 
 -0,5% MMS    -0,8% MMS 
 
  




-1% MMS    -1,2% MMS 
 
-Grupo 30 segundos UVC 
-0% MMS    -0,2% MMS 
 
 -0,5% MMS    -0,8% MMS 
 






A.1.16. Exposición a MMS (1 hora) y UVC (24 o 48 horas) (apartado 4.5.1.2. 
en resultados) 
 A) Gel A: 1 hora MMS y 24 horas UVC 
-Marcador 
 
-Grupo 0% MMS        
-0 segundos UVC   -7 segundos UVC 
 
-15 segundos UVC 
 
  -Grupo 0,5% MMS 
 -0 segundos UVC   -7 segundos UVC 
 




-15 segundos UVC 
 
  -Grupo 1% MMS 
 -0 segundos UVC   -7 segundos UVC 
 
-15 segundos UVC 
 
 B) 1 hora MMS y 48 horas UVC 






 -Grupo 0 segundos UVC      




  -Grupo 7 segundos UVC 









   -Grupo 15 segundos UVC 




A.1.17. Exposición Fago t7 a UVC y MMS, 24 horas (apartado 4.5.2.1. en 
resultados) 
Gel 1, A) 0 segundos UVC 



























Gel 1, B) 0 segundos UVC 
-Marcador    -Control 4°C 
 
  



























Gel 1, C) 0 segundos UVC 




























Gel 1. D) 0 segundos UVC 























 Gel 2 A) 7 segundos UVC 
-Marcador    -Control 4°C 
 
  

























  Gel 2 B) 15 segundos UVC 



























  Gel 2 C) 22 segundos UVC 

























 Gel 2 D) 30 segundos UVC 
-Marcador    -Control 4°C 
 
  


























A.1.18. Exposición Fago t7 a UVC y MMS, 48 horas (apartado 4.5.2.1. en 
resultados) 
Gel 1) 0 segundos UVC 
 -Gel 1.A) 















-Marcador    -Control 4°C 
 
  


























































Gel 2: UVC 
-Gel 2.A) 7 segundos UVC 














-Gel 2.B) 15 segundos UVC 






















-Gel 2.C) 22 segundos UVC 

















-Gel 2.D) 30 segundos UVC 
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